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1   Einleitung 
 
Das porzine Parvovirus (PPV) gilt als Hauptursache von Reproduktionsstörungen beim 
Schwein und führt bei tragende Jungsauen in Abhängigkeit von Trächtigkeitsstadium, 
Immunstatus und der Virulenz des Isolates zum Umrauschen sowie zu Mumifikationen und 
Totgeburten der Feten (REDMAN et al. 1974; MENGELING et al. 1975; 1975; SIEGL 1976; 
JOO et al. 1976c; CUTLER et al. 1983). Das Virus gilt als streng wirtsspezifisch und tritt 
endemisch auf, wodurch es weltweit zu wirtschaftlichen Verlusten in Sauenbeständen kommt 
(SIEGL 1976; GILLICK 1977; WATTANAVIJARN et al. 1985).  
 
Durch Vakzinierung mit inaktivierten Impfstoffen können empfängliche Tiere geschützt 
werden (WRATHALL et al. 1984; VANNIER et al. 1986; BROWN et al. 1987; GAßDORF 
u. ELZE 1995). Da jedoch die derzeit erhältlichen Impfstoffe bereits vor ca. 30 Jahren 
entwickelt wurden und in inaktivierter Form nur kurzzeitig wirksam sind, stellt sich die Frage, 
ob beim Auftreten von neuen PPV-Isolaten noch ein voller Schutz gewährleistet ist.  
In der Studie von ZIMMERMANN (2003) konnten in Süddeutschland isolierte aktuelle PPV-
Isolate nach Sequenzierung des VP1-Gens phylogenetisch untersucht und mit den 
gebräuchlichen Vakzinestämmen auf Aminosäureebene verglichen werden. Dies führte zu 
einer Einteilung in vier cluster, welche sich molekularbiologisch unterscheiden ließen. Es 
wurde daher vermutet, dass es sich bei den aktuellen PPV-Isolaten um neue Varianten im 
Vergleich zu den bekannten PPV-Typen NADL-2, Kresse und IDT (Master Seed Virus) 
handelt. Interessanterweise zeigten die neuen PPV-Isolate phylogenetisch geringere 
Verwandschaftverhältnisse zum Impfstamm NADL-2 als zum Impfstamm IDT (MSV).  
 
Ziel dieser Arbeit war es, die mögliche antigene Diversität dieser neuen PPV-Isolate anhand 
von Untersuchungen in vitro, basierend auf dem Grad der Kreuzneutralisation mit 
polyklonalen Antikörpern, weiterführend zu untersuchen. Darüber hinaus sollte die Virulenz 






2    Literaturübersicht 
2.1  Einführung  
 
Im Jahre 1964 wurde bei der Anzüchtung von Schweinepestvirus durch MAYR und 
MAHNEL in primären und sekundären Zellkulturen ein Viruspartikel entdeckt, das 
morphologisch einem Vertreter der Familie der Picornaviridae ähnelte (MAYR u. MAHNEL 
1964; HORZINEK et al. 1967).  
Aufgrund der Vermutung, dass das Genom DNA-haltig ist, wurde es zunächst als 
Picodnavirus bezeichnet (MAYOR u. MELNICK 1966; HORZINEK et al. 1967). Nach 
erfolgreicher Virusisolierung aus primären Zellkulturen von gesunden 2 bis 5 Wochen alten 
Ferkeln konnte das Virus schließlich aufgrund seiner Charakteristik, Morphologie und 
physikalisch-chemischen Eigenschaften zusammen mit den adenoassoziierten Viren, welche 
ebenfalls in Zellkulturen detektiert wurden, der Familie der Parvoviridae zugeordnet werden 
(MAYR et al. 1968). Spätere Untersuchungen zeigten, dass die Ursache der Kontamination 
etablierter Zelllinien vermutlich durch die Nutzung von kontaminiertem Trypsin bedingt war, 
das aus dem Pankreas infizierter Schweine gewonnen worden war. Dieses Trypsin wurde und 
wird zur Passagierung der Zellkulturen genutzt (CROGHAN et al. 1973). 
Cartwright u. Huck (1969) berichten über die Isolierung eines Virus, welches in 
Sauenbeständen mit Reproduktionsproblemen wie Totgeburten, Mumifikation, embryonalem 
Fruchttod und Unfruchtbarkeit der Sauen nachgewiesen wurde. Weltweit konnten in 
zahlreichen serologischen Untersuchungen Infektionen mit porzinen Parvoviren (PPV) 
nachgewiesen werden. Damit wurde das endemische Vorkommen von PPV-Infektionen in 
Schweinebeständen gezeigt (CARTWRIGHT et al. 1969; BACHMANN 1969; 
MENGELING 1972; MORIMOTO et al. 1972; RONDHUIS u. STRAVER 1972; JOHNSON 
1973; GILLICK 1977). Da PPV auch in gesunden Ferkeln gefunden wurde, wurde der 
kausale Zusammenhang mit Reproduktionsstörungen bei der Sau lange in Frage gestellt. Die 
ersten experimentellen Infektionsversuche an trächtigen Jungsauen wurden etwa 7 Jahre nach 
der erstmaligen Beschreibung von PPV durchgeführt und anhand dieser Infektionsversuche, 
aber auch durch Feldstudien nach natürlicher Infektion bei trächtigen Jungsauen, konnte 
nachgewiesen werden, dass das porzine Parvovirus die Hauptursache von 
Reproduktionsstörungen ist (REDMAN et al. 1974; MENGELING et al. 1975; BACHMANN 




2.2  Taxonomie  
 
Das PPV gehört zur Familie Parvoviridae, welche sich taxonomisch aus zwei Unterfamilien 
Parvovirinae und Densovirinae zusammensetzt. Letztere lässt sich weiter in 3 Genera 
aufteilen (Denso-, Itera-, Brevidensovirus), welche auschließlich Arthropoden infizieren. Die 
Unterfamilie Parvovirinae setzt sich ebenfalls aus 3 Genera (Parvo-, Erythro-, Dependovirus) 
zusammen. Diese infizieren Vertebraten, wobei die Genera Erythro- und Dependoviren den 
Menschen infizieren (B19, AAV-2/3/5) (SIEGL 1976; FENNER et al. 1993; MODROW et al. 
2003).  
Die Genera Erythro- und Parvovirus beinhalten autonome Viren, die keine Helferfunktion von 
anderen Viren benötigen, um sich in Zellen zu replizieren. Die Virusreplikation der 
Dependoviren ist dagegen abhängig von der Coinfektion mit Helferviren (Adeno-, Pox-, 
Herpesviren), daher auch die Bezeichnung „adenoassoziierte˝ Viren (AAV). Ihr Genom kann 
sich in das Wirtszellgenom integrieren und eine latente Infektion induzieren. Da diese Viren 
apathogen zu sein scheinen, werden sie als Vektoren für die Gentherapie entwickelt 
(HUEFFER u. PARRISH 2003). Zu den Vertretern der Parvoviren gehören u.a. das Minute 
Virus of Mice (MVM), das Gänseparvovirus, das Feline Panleukopenievirus (FPV), das 
canine Parvovirus (CPV), das Aleutian Mink disease Virus (ADV), das bovine Parvovirus 
(BPV), das Kilham rat virus, das H-1 Virus und schließlich das in dieser Dissertation 
thematisierte porzine Parvovirus (PPV).  
Die genetische Heterogenität der verschiedenen Virusarten innerhalb des Genus Parvovirus 
zeigt sich in der unterschiedlichen Pathogenität und Symptomatik (Enteritis, Hepatitis, 
Panleukopenie, Myocarditis, Reproduktionsstörungen) (SIEGL 1976; FENNER et al. 1993; 
TRUYEN u. PARRISH 2000).  
 
 
2.3  Morphologie und physikalisch-chemische Eigenschaften 
 
Das porzine Parvovirus ist ein unbehülltes Virus und hat eine einzelsträngige, lineare DNA 
von ca. 5000 Basen Länge als Genom. Das Virus hat eine Größe von 20-28 nm (HORZINEK 
et al. 1967; MAYR et al. 1968; CARTWRIGHT et al. 1969). Das gesamte Virion hat ein 
Molekulargewicht von 5,3 x 106 Da und weist aufgrund seiner Morphologie und der 
fehlenden Hülle gegenüber physikalischen und chemischen Einflüssen eine große Tenazität 




stabil (CARTWRIGHT 1967; MAYR et al. 1968; SIEGL 1976). Ebenfalls ist es trypsin- 
sowie chloroformresistent. Desweiteren besitzt es eine hämagglutinierende Aktivität und 
vermag Meerschweinchen- oder Erythrozyten von Mensch (Blutgruppe 0) zu agglutinieren. 
Die Gesamtmasse des infektiösen Virions setzt sich zu 80 % aus Protein und zu 20% aus 
DNA zusammen. Die mittlere Dichte von (sog. „vollen“)Virionen beträgt 1.39-1.42 g/cm3 in 
CsCl-Gradienten, die von (sog. „leeren“) Kapsiden dagegen nur 1.30-1.34 g/cm3 
(TATTERSALL 1978; MOLITOR et al. 1983; CHOI et al. 1987b; BERNS et al. 2000).  
Die dreidimensionale Struktur des Kapsids wurde unter anderem für CPV, FPV und MVM 
durch Röntgenstrukturanalyse aufgeklärt (AGBANDJE et al. 1995; FIELDS et al. 1996; 
BERNS et al. 2000; SIMPSON et al. 2002). Für die Untersuchung von PPV wurde das VP2-
Gen von PPV-NADL-2 zur Herstellung von leeren „virus-like-particles“, welche die gleiche 
Antigenität besitzen wie die Virionen, in das Baculovirus-Genom kloniert und exprimiert. Der 








„threefold spike“  „threefold spike“  
 
Abbildung 1: Kapsidstrukur des PPV (mittlere Auflösung von 5Ắ); rot: Grenzflächen des Ikosaeders 
aus 20 symmetrisch angeordneten gleichseitigen Dreiecken; gelb: Darstellung der 60 Untereinheiten 
(T=1); orange: Asymmetrische statistische Untereinheit mit Darstellung der Rotationsachsen, 5 x-




Das Viruspartikel (Abbildung 1) besitzt eine sphärische Gestalt und hat eine ikosaedrische 




gleichseitige Dreiecke projezieren lassen (Triangulationszahl T=1), welche eine 
Rotationssymmetrie mit einer fünf-, drei- und einer zweifachen Symmetrieachse bewirken. 
Die Flächen stellen jeweils eine asymmetrische Untereinheit des Kapsids dar und werden 
statistisch durch eine Kopie der Strukturproteine VP1, VP2 und VP3 dargestellt. Das 
Kapsidprotein VP1 liegt dabei nur mit maximal 12 Kopien im Kapsid vor, während VP2 zu 
mindestens 80 % im Kapsid vertreten ist. Das Strukturprotein VP3, welches durch 
proteolytische Abspaltung von 15-20 Aminosäuren des aminoterminalen Endes des VP2 
gebildet wird, tritt nur in infektiösen Partikeln auf (AGBANDJE et al. 1995; FIELDS et al. 
1996; BERNS et al. 2000).  
Das Kapsidprotein VP2 setzt sich aus acht einheitlichen antiparallelen β-Faltblattsträngen 
zusammen, die sich lediglich durch zusätzliche Aminosäuren im Bereich des aminoterminalen 
Endes differenzieren (VP1,VP2). Diese Stränge sind durch ineinandergreifende Protein- 
Schleifen („loops“) miteinander verbunden (Abbildung 2). Diese „loops“ haben eine 














Abbildung 2: Darstellung der Sekundärstruktur mit α-Helix-B
einer Untereinheit von VP2 (Bereich des „canyon“), welches von e




So befinden sich um die 3 x-Achse zwei breite Erhebungen (
bezeichnet werden. Die Schleifen der 5 Untereinheiten i
zylindrische Struktur, welche von einer ringartigen Vertiefun
 5 
ereichen und ß-Faltblattstrukturen 
inem fassförmigen Faltungsmuster 
 Schleifen („loops“) sind ebenfalls 
22 Å), die als „threefold-spike“ 
n der 5 x-Achse bilden eine 
g (15 Å) umgeben ist, dem so 
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genannten „canyon“. Die 2 x-Achse läuft durch eine Vertiefung, den so genannten “dimple“ 
(Abbildung. 1).  
Mutationen in diesen Regionen, vor allem aber im Bereich des „threefold-spike“ und des 
„dimple“, können schwerwiegende Auswirkungen haben, wie die Erweiterung des 
Wirtsspektrums für FPV um den Wirt Hund das für das FPV bereits gezeigt werden konnte. 
Mit Hilfe monoklonaler Antikörper wurden für eine Reihe von Parvoviren, seit 2002 auch für 
PPV (siehe auch Kapitel 2.5) in diesen Regionen antigene Epitope detektiert. Bei Parvoviren 
finden sich in diesen Bereichen einzelne Aminosäuren die bedeutend sind für den Zell- und 
Wirtszelltropismus (CHAPMAN u. ROSSMANN 1993a; KAMSTRUP et al. 1998; 
SIMPSON et al. 2002; HUEFFER u. PARRISH 2003). Die meisten Differenzen zwischen 
CPV und FPV liegen an der Oberfläche des „threefold-spike“. Nur zwei Veränderungen in 
der Aminosäuresequenz von VP2 zwischen FPV und CPV (AS 93, AS 323) im Bereich des 
„threefold-spike“ erweiterten das Wirtsspektrum (CHANG et al. 1992; AGBANDJE et al. 
1995; TRUYEN et al. 1995; HUEFFER u. PARRISH 2003). Neuere Untersuchungen über die 
Bindung an den caninen Transferrinrezeptor zeigen, dass die Kombination der Veränderungen 
mehrerer Aminosäuren (AS 80, 564, 568) im FPV notwendig war, um an den caninen 
Rezeptor zu binden und canine Zellen zu infizieren (HUEFFER et al. 2003). Diese dafür 
notwendigen Regionen liegen ebenfalls im Bereich des „threefold-spike“, sowie auch im 
Bereich des „dimple“. Das Wirtzellspektrum der Aleutenkrankheit der Nerze (ADV), des 
Minute Virus of Mice (MVM) und der Adeno-assoziierten Viren (AAV) wird ebenfalls durch 




2.4  Proteine 
 
Insgesamt gibt es beim PPV drei Strukturproteine VP1 (84 kDa), VP2 (64 kDa) und VP3 (60 
kDa), wobei VP3 durch Proteolyse aus VP2 entsteht (MOLITOR et al. 1983; PARADISO 
1984). In dem Genomabschnitt, der für das Strukturprotein VP1 (719 Aminosäuren) kodiert, 
ist das VP2 (579 Aminosäuren) vollständig enthalten. Der aminoterminale Bereich des VP1 
ist somit spezifisch für das VP1 (so genannte „unique region“). VP2 gilt als 
Hauptstrukturprotein im infektiösen Viruspartikel. Bedingt durch die Sequenzhomologie 
wurde angenommen, dass alle drei Strukturproteine als antigene Determinanten im Kapsid 




aminoterminalen Ende des VP2 (Position AS 171-197 in VP1) in der Lage sind, 
neutralisierende Antikörper zu induzieren (KAMSTRUP et al. 1998). 
Neben den Strukturproteinen werden für das PPV die Nichtstrukturproteine NS1 (86 kDa), 
NS2 (18 kDa) und NS3 (12 kDa) beschrieben (BERGERON et al. 1996). Das NS1 gilt als 
Haupt-Nichtstrukturprotein und besitzt mehrere Enzymaktivitäten, die für die virale 
Replikation wichtig sind. Während der Nachweis von NS1 in gereinigten Virionen von PPV 
nicht möglich war, konnte das Protein in infizierten Zellkulturen nachgewiesen und daraus 
isoliert werden (MOLITOR et al. 1985b).  
 
 
2.5 Virulenz der PPV-Stämme 
 
Nach der Entdeckung des PPV im Jahre 1964 wurden immer wieder neue PPV-Isolate 
weltweit aus unterschiedlichen Ausgangsmaterialien isoliert. Diese Isolate wiesen trotz ihrer 
großen Genom-Homologie (97%) eine unterschiedliche Virulenz auf (KRESSE et al. 1985; 
WHITAKER et al. 1990; ORAVEERAKUL et al. 1993).  
Die PPV-Stämme wurden bisher in avirulente und in virulente Stämme eingeteilt. Zu den 
avirulenten Isolaten gehört das NADL-2, welches die Plazentarschranke nicht durchdringt. 
(MENGELING u. CUTLIP 1976). Die Isolate PPV-NADL-8 und -NADL-7 sind nur für noch 
nicht immunkompetente Feten virulent, während das hochvirulente PPV-Kresse nicht nur für 
immunkompetente Feten virulent ist, sondern bei juvenilen Tieren Dermatitis verursacht und 
somit einen im Vergleich zu den anderen PPV-Isolaten erweiterten Zelltropismus aufweist 
(KRESSE et al. 1985).  
 
In der Studie von BERGERON et al. (1996) wird eine Wiederholung von 127 Basen direkt 
nach dem Kapsidbereich von NADL-2 und NADL-2 ähnlichen Isolaten beschrieben. Für 
PPV-Kresse sowie Kresse-ähnliche Isolate konnte im Genom kein „repeat“ von 127 Basen 
detektiert werden. Es wird vermutet, dass das Fehlen dieser 127 Basen verantwortlich mit der 
Virulenz der pathogenen Stämme korreliert (BERGERON et al. 1996; SOARES et al. 2003). 
Zwischen diesen Stämmen wurden insgesamt 5 Aminosäure- Veränderungen innerhalb des 
VP2 Gens gefunden (AS 378, 215, 383, 565, 436). Es konnte gezeigt werden, dass zwei von 
diesen Aminosäure-Änderungen AS 378 (Asp-NADL-2→Gly), AS 383 (His -NADL-2→Gln) 
am Rand des „canyon“ lokalisiert (Übergang zum „dimple“) sind, während eine Änderung der 




liegt (Abbildung 3). Alle drei genannten Veränderungen liegen in wenig konservierten 
Bereichen. Für das PPV-Kresse werden diese 3 Veränderungen in VP2 für dessen 
Pathogenität und für dessen Affinität zur Haut verantwortlich gemacht (BERGERON et al. 
1996; SIMPSON et al. 2002).  
Durch den Austausch von Aminosäuren kann es zu Konformationsänderungen und 
infolgedessen auch zu einer Umstrukturierung der Rezeptorbindungsstellen kommen. 
Aufgrund dessen wurde vermutet, dass der Austausch von Serin zu Prolin in Position AS 436 
maßgeblich an dem veränderten Zelltropismus beteiligt ist (TIJSSEN et al. 1995; 
BERGERON et al. 1996). Jedoch verursacht dieser Austausch nur minimale 
Konformationsänderungen. Statt dessen könnten die Mutationen der Aminosäuren 378 und 
383 wesentlich stärkere Konformationsänderungen bewirken, die durch das Aufbrechen von 
bestehenden Wasserstoff-Brücken zwischen den Carbonyl– und den Amid-Gruppen 
benachbarter Aminosäuren bedingt sind (SIMPSON et al. 2002). Auch konnte für das 
hochvirulente PPV-Kresse-Isolat eine virale Replikation im Gehirn nachgewiesen werden. 
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2.6 Epitope von PPV 
 
KAMSTRUP et al. (1998) konnte mit Hilfe monoklonarer und polyklonaler Antikörper für 
das porzine Parvovirus neun lineare Epitope im Bereich des VP1/VP2 (AS 170-749) 
definieren. Epitop 1 wird definiert durch die Position der AS 158 bis 183, Epitop 2 durch die 
Position der AS 318 bis 332 und Epitop 3 durch die Position der AS 388 bis 413. Epitop 4 
wird definiert durch AS 458-476, Epitop 5 wird definiert durch AS 475 bis 494 und das 
Epitop 6 wird geformt durch die Position der AS 515 bis 533. Epitop 7 überlappt geringgradig 
mit Epitop 6 und wird definiert durch die Position der AS 526 bis 538. Das Epitop 8 wird 
definiert durch die AS 535 bis 549 und Epitop 9 wird geformt durch die Position der AS 587 
bis 603.  
Als erstem gelang es SIMPSON in Jahre 2002, über die Röntgenstrukturanalyse klare 
Aussagen hinsichtlich der Lokalisationen der Epitope für VP2 im Kapsid zu treffen. Er konnte 
zeigen, dass die meisten Epitope des PPV an der Oberfläche des Kapsids lokalisiert sind 
(Abbildung 4). In Bereich des Epitop 1 hat sich bestätigt, dass der Zylinder im „canyon“ ein 
hoch variabler Bereich ist. Gerade hier befindet sich das aminoterminale Ende des VP2 (AS 
160), die bisher bekannte antigene Determinante, die (Position 171-197 in VP1 Gen) 
neutralisierende Antikörper induziert. Man vermutet, dass dieses Ende frei aus den Zylinder 
herausragt.  
 
               
 
Abbildung 4: Geografische Landkarte der Anordung der antigenen Determinanten (li.) auf dem 
PPV-Kapsid. (Re) Å= Skala beschreibt den Abstand zum Zentrum des Virions in Angström (Å); 
Epitope sind vorwiegend an der Oberfläche lokalisiert (modifiziert n. SIMPSON et al. 2002). 
Die AS-Sequenzen in dieser kreisförmigen Vertiefung um den Zylinder herum sind in Bezug 
auf VP2 (AS 150-bis 170) bei CPV und FPV sehr ähnlich angeordnet, was eine ähnliche 




Auch für weitere 29 Feldisolate konnte in einer brasilianischen Studie durch SOARES et al. 
(2003) gezeigt werden, dass die detektierten Aminosäureveränderungen in Bezug auf PPV-
NADL-2-Bergeron und PPV-Kresse an der Oberfläche des Kapsids lokalisiert waren. Diese 
Regionen, die eine hohe Variabilität besitzen, sind außerdem Antikörperbindungstellen 
(Epitop 4-6-7-8-9) (SOARES et al. 2003).  
 
 
2.7  Klinik und Pathogenese  
 
Das porzine Parvovirus verursacht mit weiteren Erregern das sogenannte „SMEDI-
Syndrom“, so zum Beispiel mit einigen porzinen Enteroviren (PEV Typ 2-11) und 
Cardioviren, dem porzinen Circovirus Typ 2 (PCV-2), dem porcine reproductive and 
respiratory syndrome virus (PRRSV), welcher zur Familie der Arteriviren gehört. Unter dem 
Begriff „SMEDI-Syndrom“ werden Reproduktionsstörungen zusammengefasst: (Stillbirth 
(Totgeburt), Mummification (Mumifikation), Embryonic Death (embryonaler Fruchttod), und 
Infertility (Unfruchtbarkeit). Als Hauptursache dieses Syndroms wird jedoch das porzine 
Parvovirus angesehen (SIEGL 1976; LIEBERMANN 1992; FENNER et al. 1993).  
Der Verlauf einer PPV-Infektion ist von mehreren Faktoren abhängig, wie dem 
Trächtigkeitsstadium, dem Immunstatus der Sau, der Virus-Dosis und letztendlich von der 
Virulenz des Isolats.  
Die avirulenten Stämme PPV-NADL-2 und KBSH (HALLAUER et al. 1971) sind beide nicht 
plazentagängig. Nach experimenteller in utero-Infektion ist lediglich NADL-2 für die Feten 
pathogen, während das KBSH nach in utero-Infektion unfähig zur Vermehrung im Feten ist 
(MOLITOR et al. 1985a). Der hochvirulente Stamm PPV-Kresse weist neben der Letalität bei 
immunkompetenten Feten (CHOI et al. 1987a) im Gegensatz zu anderen Isolaten einen 
differenzierten Zelltropismus auf und verursacht bei Ferkeln im Alter von 3-4 Wochen 
vesikuläre, nekrotische bis exsudative Hautläsionen (KRESSE et al. 1985; WHITAKER et al. 
1990). Es wird vermutet, dass Kresse nicht primär hautpathogen ist, sondern bakterielle Co-
Faktoren begünstigend wirken (WHITAKER et al. 1990; KIM u. CHAE 2004). Die 
virulenten Stämme PPV-NADL-8 und PPV-NADL-7 sind lediglich für Feten pathogen, 
welche noch keine Immunkompetenz entwickelt haben (MENGELING u. CUTLIP 1976; 
MENGELING et al. 1980).   
Die Virusauscheidung erfolgt durch den ausgestoßenen Früchten sowie durch Kot, Speichel 




Ratten wurden ebenfalls als Infektionsquelle in Betracht gezogen (CUTLER et al. 1982). 
Untersuchungen zeigen, dass Ratten das Virus in den Organen (Lunge, Milz, Leber und 
Darm) replizierten und über den Kot ausschieden, nachdem diese mit hohen Dosen PPV 
infiziert wurden. Nach oraler Verabreichung von PPV-haltigen Kot dieser Ratten an 
seronegative Sauen blieb eine Serokonversion der Sauen aus. Demgegenüber konnte nach 
intramuskulärer Applikation von PPV-haltigen Zellkulturüberstand eine Serokonversion der 
Sauen gezeigt werden. Aber es ist eher unwahrscheinlich, dass Ratten als natürliche 
Virusüberträger fungieren.  
Untersuchungen über die mögliche Übertragung beim Deckakt des Ebers oder über künstliche 
Befruchtung mit PPV-kontaminierten Samen (LUCAS et al. 1974; WRATHALL u. 
MENGELING 1979; BIRONT u. BONTE 1983; THACKER et al. 1984; BONTE et al. 1984) 
sind haüfig an einer unzureichenden Zahl von Tieren durchgeführt worden und zeigen zum 
Teil widersprüchliche Ergebnisse. Generell konnte jedoch nach Inokulation mit PPV 
(oronasal, i.m. oder direkt in den Hoden eines Ebers) von Penis, Präputium und aus einem 
Hoden Viren isoliert werden (LUCAS et al. 1974; OGASA et al. 1978). Es konnten weder 
entzündliche Veränderungen in den Geschlechtsorganen der infizierten Eber noch 
Veränderungen hinsichtlich der Spermaqualität nachgewiesen werden (BIRONT u. BONTE 
1983; BONTE et al. 1984). In Untersuchungen an trächtigen Jungsauen, welche mit 
infiziertem Sperma befruchtet wurden, waren neben einer milden Endometritis und Virämie 
der Jungsau auch Viren in den Feten nachweisbar. Jedoch wiesen diese Feten keine 
pathologischen Veränderungen auf (LUCAS et al. 1974).  
 
Experimentelle Infektionsversuche an trächtigen Sauen zeigen, dass PPV keine Klinik bei den 
adulten Tieren verursacht (JOHNSON u. COLLINGS 1971; BACHMANN et al. 1975; 
MENGELING u. CUTLIP 1976; LENGHAUS et al. 1978). Bei adulten Tiere kann eine 
geringgradige Panleukopenie nachgewiesen werden (JOHNSON u. COLLINGS 1971; JOO et 
al. 1976c), wobei dieses Phänomen bei juvenilen infizierten Tieren nicht festgestellt wurde 
(BROWN, Jr. et al. 1980).  
 
Die Virämie wird als Voraussetzung für eine transplazentäre Übertragung angesehen, wobei 
jedoch Virulenzunterschiede zwischen den Stämmen vermutet wurden, da nicht bei jedem 
Stamm nach maternaler Virämie eine transplazentäre Übertragung folgt. So entwickelten 
Tiere, die oral mit dem avirulenten Stamm PPV-NADL-2 infiziert wurden, zwar eine 




übertreten (MENGELING u. CUTLIP 1976). Während PPV-NADL-2 nach oraler bzw. 
intravenöser Infektion keine Schäden bei den Feten verursacht, tritt nach Inokulation direkt in 
die Fruchtblase der Feten eine Schädigung mit letalen Folgen auf. 
Die Virämie ist zwischen dem 1. und 7. Tag post infectionem (p.i.) nachweisbar und hält 2 bis 
4 Tage an (JOHNSON u. COLLINGS 1971; BROWN, Jr. et al. 1980). In Vergleich zur 
oralen Infektion trat die Virämie nach i.m. Infektion eher auf (JOO et al. 1976c).  
Das Virus vermehrt sich im Anfangstadium der Virämie vor allem in den lymphatischen 
Organen (Tonsillen, Submandibular-, Bronchial- und Mesenterial-Lymphknoten, Milz). 
Ebenfalls konnte virales Antigen aus den Peyerschen Platten isoliert werden, jedoch erst zu 
einem späteren Zeitpunkt der Virämie (PAUL et al. 1980). In Gegensatz zu CPV, FPV und 
MEV, welche eine hochgradige Affinität zu den Lieberkühnschen Krypten aufweisen, konnte 
in den intestinalen Kryptenepithelien kein PPV-Virus nachgewiesen werden (BROWN, Jr. et 
al. 1980). Nach experimenteller sowie natürlicher Infektion wurden vor allem in der Lunge 
der infizierten Feten große Mengen PPV-Antigen nachgewiesen (MENGELING u. CUTLIP 
1975; MENGELING u. CUTLIP 1976; JOO u. JOHNSON 1977; MENGELING et al. 1991). 
Berichte über die Dauer der Zeitspanne zwischen Infektion und nachweislich diaplazentarer 
Übertragung weisen erhebliche Diskrepanzen auf. MENGELING et al. (1978) berichten, dass 
nach oraler Infektion tragender Sauen um den 40. bis 60. Trächtigkeitstag das Virus bereits 5 
Tage p.i. aus Gewebeproben des Uterus isoliert werden konnte und weitere Isolierungen nach 
15 Tagen p.i. aus den fetalen Organen erfolgten. In einer anderen Untersuchung war die 
Übertragung nach oraler Infektion wiederum erst nach 23 bis 32 Tagen p.i. nachweisbar, 
wobei 12 Tage p.i. aus Gewebeproben der Plazenta Virus isoliert wurde (JOO et al. 1976c). 
Hinsichtlich der Applikationsweise in dieser Untersuchung konnte diese Studie auch 
nachweisen, dass nach i.m. Infektion die diaplazentäre Übertragung bereits nach 15 Tagen 
stattfindet und somit einer deutlich kürzeren Zeitspanne bedarf als nach oraler Applikation 
(23 bis 32 Tage). 
 
Aufgrund der Plazenta epitheliochorialis beim Schwein wird vermutet, dass virusinfizierte 
maternale Makrophagen als Virustransfer fungieren (MENGELING et al. 2000). Die 
Infektion breitet sich vor allem während der fetalen Phase weiter im Uterus aus (REDMAN et 
al. 1974; BACHMANN et al. 1975; MENGELING et al. 1980).  
Der Zeitpunkt der diaplazentaren Infektion korreliert mit den Folgen der Infektion der Feten. 
In Abhängigkeit vom Trächtigkeitsstadium und dem damit verbundenen 




Mumifikation, verzögertes Größen- bzw. Längenwachstum oder Immuntoleranz (Abb.5) 
(PLONAIT 1997). Mit Ausnahme vom Isolat PPV-Kresse führt eine Infektion mit virulenten 
PPV-Stämmen vor der Immunkompetenz der Feten generell zur Schädigung der Feten (JOO 
et al. 1976c; MENGELING et al. 1978; MENGELING u. PAUL 1981). So führt eine 
Infektion bis zum 35. Trächtigkeitstag zum Embryonaltod bzw. zur Fruchtresorption 
(BACHMANN et al. 1975; MENGELING et al. 1980), dies wiederum zu einer verringerten 
Wurfgröße oder aber auch zum Umrauschen führt (GILLICK 1977). Andererseits kann sich 
die selektive Fruchtresorption auch positiv auf den weiteren Verlauf der Trächtigkeit 
auswirken, da durch zügiges Entfernen der infizierten Embryonen gewährleistet wird, dass 
nicht der gesamte Wurf betroffen ist (MENGELING et al. 1980).  
Während der Zeitspanne zwischen dem 35. und 65. Trächtigkeitstag erfolgt der fetale Tod 
bzw. werden die Feten mumifiziert, wobei zusätzlich durch die vergrößerte Kontaktfläche 
zwischen maternaler und fetaler Plazenta die Zahl der infizierten Feten zunimmt und dies zu 
einer verlängerten Gravidität von bis zu 130 Tagen führen kann (MENGELING et al. 2000) 
(PLONAIT 1997). Zusätzlich können sich durch die einsetzende physiologische 
Ossifikationsphase abgestorbene Feten zu sogenannten „Steinfrüchten“ entwickeln, was zu 
einer Dauersterilität des Muttertiers führen kann (PLONAIT 1997). 
Erfolgt die Infektion der Feten während der Ausbildung der immuntoleranten Phase, welche 
zwischen dem 65. und 70. Trächtigkeitstag liegt (SCHULTZ et al. 1971), werden klinisch 
gesunde Ferkel ohne nachweisbare Antikörper entwickelt, welche jedoch persistierende 
Virämiker sein können (REDMAN et al. 1974; BACHMANN et al. 1975; JOHNSON et al. 
1976; JOO et al. 1976c). Bei einer Infektion nach Erreichen einer funktionstüchtigen 
Immunkompetenz (70.-75 Trächtigkeitstag) werden gesunde Ferkel mit PPV-Antikörper der 
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Abbildung 5: Trächtigkeitsphasen der Sau (nach MENGELING et al. 2000). 
 
 
In Abhängigkeit vom Infektionszeitpunkt (Abb. 5) kommt es bei der Geburt zu einer großen 
Variationsbreite der Schäden, und mumifizierte Feten können eine unterschiedliche Scheitel-
Steiß-Länge aufweisen (MENGELING u. PAUL 1981). So vermehrt sich das Virus in den 
Stammzellen der Organe der Feten mit resultierendem Zelltod bzw. Lyse (NEUNDORF u. 
SEIDEL 1987). Das Virus repliziert vor allem in embryonalem bzw. fetalem hämato- und 
lymphopoetischen Gewebe. Sowohl bei den abgestorbenen als auch bei den lebenden Feten 
wurden pathologische Veränderungen hinsichtlich des Zellverbandes vorgefunden. So wurden 
degenerative bis nekrotische Zellen mit intranuklearen Einschlusskörperchen in zahlreichen 
Organsystemen (Lunge, Nierenparenchym, Thymus) sowie im Cerebellum (perivaskuläre 
Ödeme, Hämorrhagien, Gliazellproliferationen) nachgewiesen. Ähnliche histologische 
Befunde im Bereich des Gehirns konnten auch in japanischen Studien gezeigt werden mit 
Anzeichen einer Meningoencephalitis, jedoch ohne Veränderungen im Cerebellum (NARITA 
et al. 1975; HOGG et al. 1977). 
 
Häufig entstehen serös-blutige Transsudat-Ansammlungen in sämtlichen Körperhöhlen und 
subkutane hämorrhagische Ödeme. Desweiteren kommt es zur Dehydratation der Feten 
(MENGELING et al. 2000) und zu Kalkablagerungen in Lunge, Nieren und Muskulatur. 
Histopathologisch treten lymphozytäre Gefäßinfiltrationen mit vermehrt mononukleären 
Zellen in den Geweben auf (HOGG et al. 1977), wobei eine positive Korrelation zwischen 
Anzahl der mononukleären Zellen und der Anzahl der lebenden Feten besteht, wenn diese zu 
Beginn der zweiten Hälfte der Trächtigkeit infiziert wurden (LENGHAUS et al. 1978). Dies 
deutet auf eine zunehmende Ausreifung des fetalen Immunsystems hin (JOO et al. 1976c). 
Aufgrund der Auswirkung der gesamten pathologischen Veränderungen an den 
lebenswichtigen Organe sind die Feten nicht lebensfähig (LENGHAUS et al. 1978; 
MENGELING et al. 2000). 
Pathologische Veränderungen an der Plazenta haben Auswirkungen auf die Wachstumsrate 
der Feten und auf die fetale Todesrate. Es kommt zur Schädigung der vaskulären Endothelien, 
welche vermutlich mit Mineralisationsvorgängen einhergehen (LENGHAUS et al. 1978). 
Durch diese zusätzliche Mineralisation der fetalen Plazentagefäße kann es zum Loslösen der 
ohnehin schon nicht stark verankerten fetalen Plazenta kommen. Ebenfalls führt die 
resultierende Minderdurchblutung zur Degeneration des trophoblastischen Epithels. Antigen 




werden. Es wurden im Gewebe sowie in den Gefäßen des Endo- und Myometriums lediglich 
hochgradige Zellinfiltrationen von Plasma, Lymphozyten und Makrophagen beobachtet 
(LENGHAUS et al. 1978; MENGELING et al. 2000). 
 
2.8  Immunologie 
 
Nicht nur das Trächtigkeitsstadium, sondern auch der Immunstatus der Jungsau sowie auch 
der Feten ist von außerordentlicher Bedeutung für die Folgen einer Infektion mit PPV. 
Aufgrund der Plazenta epitheliochorialis können die maternalen Antikörper nur über das 
Kolostrum transferiert werden (STERZL et al. 1966). Mit Ausbildung der Immunkompetenz 
der Feten um den 70. Trächtigkeitstag besitzen diese ein eigenes funktionstüchtiges 
Immunsystem (REDMAN et al. 1974; BACHMANN et al. 1975). Somit zeigt ein positiver 
Nachweis von PPV-Antikörpen der Klassen IgM und IgG (YABIKI u. NAMIOKA 1976) aus 
dem Nabelvenenblut, dass die Feten mit PPV infiziert worden sind und somit eine 
transplazentare Übertragung stattgefunden hat (JOHNSON u. COLLINGS 1971; SCHULTZ 
et al. 1971; MENGELING 1975). Erfolgt die Infektion während der Phase der Immuntoleranz 
(65. bis 70. Trächtigkeitstag) kann dies Persistierende Virämiker zur Folge haben. Diese 
bilden keine aktive Immunantwort aus und stellen als Ausscheider somit eine zusätzliche 
Infektionsquelle in einem gefährdeten Bestand dar (JOHNSON u. COLLINGS 1971; 
BOURNE et al. 1974; JOHNSON et al. 1976).  
Durch die passiv erworbene Immunität wird die Ausbildung einer aktiven systemischen 
Immunität beim Jungtier nach Infektion oder nach parenteraler Immunisierung (Vakzination) 
behindert (JOHNSON et al. 1976; PAUL et al. 1980). Die Problematik betrifft vor allem 
Jungsauen (CUTLER et al. 1983), da bei diesen durch die lange Persistenz der maternalen 
Antikörper eine aktive Immunisierung nach erfolgter Vakzination oder Infektion verhindert 
wird. Es wurde vermutet, dass verschiedene exogene Einflussfaktoren wie 
Fütterungmanagment, Krankeit und/oder Verhalten der Sau bedingt durch bestimmte 
Haltungsformen (Nestbaumöglichkeiten) Einfluß auf die Persistenz der maternalen 
Antikörper beim Ferkel nehmen (PAUL et al. 1982; DAMM et al. 2002). So wird 
angenommen, dass die passive Immunität von kürzerer Dauer in einem kommerziellen 
Betrieb der Massentierhaltung mit hohen Gewichtszuwachsraten im Vergleich zu einem 
nicht-kommerziellen Betrieb mit wenig eingestallten Schweinen ist. Die Begründung hierfür 
liegt in dem Verdünnungs-Effekt im Tier, welcher durch das exponentielle Wachstum im 




Generell wurde festgestellt, dass eine signifikante positive Korrelation zwischen der 
Konzentration der PPV-Antikörper im Serum, im Kolostrum des Muttertieres und im Serum 
der Ferkel besteht (PAUL et al. 1982; DAMM et al. 2002). Außerdem weisen Ferkel mit 
hohen maternalen Antikörpertitern eine längere Persistenz dieser Antikörper auf. 
 
Über die Dauer der maternalen Antikörper wurden in mehreren Studien verschiedene 
Ergebnisse dargelegt. Diese ermittelten Unterschiede sind eventuell bedingt durch die 
verschiedene Sensitivität der verwendeten Nachweissysteme (JOHNSON u. COLLINGS 
1971). So konnten die Antikörper bis zur 20. Lebenswoche (TOO u. LOVE 1985) mittels 
Gel-Diffusion-Präziptation-Technik nachgewiesen werden. In einer anderen Untersuchung 
wurde über den Hämagglutinationshemmungstest (HAHT) Antikörper gegen PPV von der 16. 
bis zur 24. Lebenswoche detektiert und in der 26. Lebenswoche waren die Tiere seronegativ. 
Die biologischen Halbwertzeiten der Antikörper lagen hier zwischen 19,7 und 29 Tagen 
(PAUL et al. 1982). In anderen Untersuchungen (JOHNSON u. COLLINGS 1971) wurden 
Antikörper im HAHT bis zu 4,5 Monaten und im Serumneutralisationstest (SNT) bis zu 6 
Monaten nachgewiesen. Waren die Tiere bereits in utero infiziert und hatten somit eine aktive 
Immunität (70. Trächtigkeitstag), persistierten die PPV-Antikörper im Serum über 8 Monate 
auf einem hohen Titer (JOHNSON u. COLLINGS 1971). 
 
Aufgrund dessen, dass Jungsauen 2 bis 4 Wochen vor der Belegung (7. bis 9. Lebensmonat) 
immunisiert werden, dürfte die Sau genug Zeit haben um, bis zur Konzeption eine 
ausreichende aktive Immunität auszubilden (PAUL et al. 1980; PAUL et al. 1982). 
Nichtsdestotrotz ist der Schutz mit der Höhe des Serumtiters assoziiert (SUZUKI u. 
FUJISAKI 1976; PAUL et al. 1980). Serumtiter nach Infektion hatten bereits ab dem 10. 
Infektionstag die Plateauphase erreicht (BROWN, Jr. et al. 1980). Nach aktiv erworbener 
Immunantwort konnten noch bis zu 4 Jahren nach Infektion PPV-Antikörper mit hohen Titern 
(> 1024) nachgewiesen werden, ohne dass die Tiere in dieser Zeitspanne einer neuen 
Infektion ausgesetzt waren (JOHNSON et al. 1976; VANNIER et al. 1984).  
 
Nach Infektion von Sauen mit niedrigem Antikörperstatus (10 bis 80), nach Vakzination oder 
passiver Immunisierung, ist das Virus imstande, in geringen Mengen lokal zu replizieren 
(Tonsillen, lymphatische Organe), ohne jedoch eine Virämie auszulösen (PAUL et al. 1980). 
Untersuchungen zeigten, dass HAH-Antikörpertiter von 160 bis 320 benötigt werden, um bei 




lymphatischen Organen zu verhindern (SUZUKI u. FUJISAKI 1976; MENGELING u. 
CUTLIP 1976; PAUL et al. 1980). Dies gilt ebenfalls für die Virämie, welche die 
Voraussetzung der transplazentaren Übertragung ist.  
 
Lebendimpfstoffe wie die modifizierte Lebendvakzine (MLV), die durch 54-maliges 
Passagieren des PPV-NADL-2 Stammes generiert wurde (PAUL u. MENGELING 1980), 
erzeugen eine gute Immunantwort (Titer 320 bis 1280). Nach i.m. Applikation von MLV 
kommt es zur einer transienten Virämie, hierauf folgt jedoch keine Allgemeinerkrankung im 
Sinne einer transplazentaren Übertragung. Man vermutet, dass ein geringer Gehalt an Virus 
im Blut-Lymphsystem eventuell durch das Eindringen von Viren ausgehend von der lokalen 
Injektionstelle bedingt ist (MENGELING et al. 1979; PAUL u. MENGELING 1984; ROLLE 
u. MAYR 1993).  
 
Im Sinne einer Dosisabhängigkeit konnte ebenfalls gezeigt werden (PAUL u. MENGELING 
1984), dass die Serokonversion und die Höhe der HAH-Titer von der Inokulationsdosis 
abhängig ist (CUTLER et al. 1982). Bei einer oral applizierten Inokulationsdosis mit MLV 
NADL-2 von 104.5KID50 waren HAH-Antikörper (>2048) bereits nach 2 Wochen 
detektierbar, während mit einer Dosis von 102.5KID50 bis zum 31. Tag p.i. keine 
Immunantwort ausgelöst wurde. 
Eine Abhängigkeit hinsichtlich des Infektionsweges wurde bereits mehrmals beobachtet. So 
serokonvertierten trächtige seronegative Sauen nach i.m. Infektion bereits nach 6-7 Tagen, 
während nach oraler Applikation dies erst nach 8 bis 10 Tagen p.i. nachweisbar war (JOO et 
al. 1976c). Nach oraler Applikation des MLV konnte nur eine schwache oder gar keine 
Immunantwort beobachtet werden (PAUL u. MENGELING 1984). 
 
 
2.9  Prophylaxe    
 
Wegen der hohen Tenazität gegenüber physikalischen sowie chemischen Einflüssen reicht es 
nicht aus, nur mittels Hygiene- und Desinfektionsmaßnahmen PPV-infizierte Bestände zu 
sanieren (MENGELING u. PAUL 1986). Betroffen sind nur die Jungsauen, die mit dem 3. bis 
4. Lebensmonat in einen neuen Bestand kommen und durch infizierte Tiere oder durch eine 




Umgebung bis zu 4 Monaten infektiös, während eine direkte Übertragung von infizierten 
Tieren bis zu 2 Wochen p. i. möglich ist (MENGELING u. PAUL 1986).  
PPV-empfängliche Jungsauen sollten, bevor sie belegt werden, einen aktiven Immunschutz 
entwickelt haben (BOUWKAMP 1985a). Wichtig ist daher, dass eine lückenlose 
Bestandsimmunität vorliegt. Man kann versuchen, dies über eine natürliche Durchseuchung 
der Tiere oder durch Einsatz von Impfstoffen zu erreichen (BROWN et al. 1987; PYE et al. 
1990; GAßDORF u. ELZE 1995). 
Eine natürliche Durchseuchung der Tiere wurde durch die Verfütterung von abortiertem 
Fetenmaterial sowie von Kot infizierter Tiere an jüngere Tiere erprobt (WALTON et al. 
1980). Diese Methode ist aus seuchenhygienischen Gründen vollkommen ausgeschlossen und 
wurde bereits 1973 durch die Lebensmittelschutz-Verordnung in England verboten 
(WRATHALL et al. 1984).  
Eine weitere Möglichkeit der natürlichen Durchseuchung und somit einer Aufrechterhaltung 
des enzootischen Status eines offenen Bestandssystems besteht darin, dass man bei Ankauf 
neuer Tiere diese mit den im Bestand bereits vorhanden Tieren in Kontakt bringt. Obwohl 
sich dies positiv für die Bestände ausgewirkt und die SMEDI-Problematik deutlich verringert 
hat (BACHMANN 1976; PENSAERT 1978; NÖCKLER et al. 1985), zeigen indes andere 
Ergebnisse, dass sich nicht alle empfänglichen Tiere infizieren (VANNIER et al. 1984; 
BOUWKAMP 1985b). So stellt die Schutzimpfung das Mittel die Wahl dar.  
 
Vakzinierungen mit inaktivierten Impfstoffen und Lebendimpfstoffen erbringen in Jungsauen-
Beständen gute Resultate. Die Tiere waren vor einer Infektion geschützt (MENGELING et al. 
1979; PAUL et al. 1980; SORENSEN u. ASKAA 1981; WRATHALL et al. 1984; 
EDWARDS et al. 1986; BOUWKAMP u. WELLENBERG 1990). Generell induzieren 
Impfstoffe aus inaktivierten Erregern niedrigere HAH-Antikörper Titer (640), jedoch reichen 
diese Titer aus, um eine Virämie zu verhindern.  
Inaktivierte Impfstoffe mit Adjuvantien auf Öl-Emulsionsbasis zeigen eine bessere und länger 
anhaltende Immunantwort (7-13 Monate) im Vergleich zu Adjuvantien auf der Basis von 
Aluminiumhydroxid (WRATHALL et al. 1984; VANNIER et al. 1986; EDWARDS et al. 
1986). Bei letzt genanntem Adjuvanz kommt es bereits 8 bis 10 Wochen nach Immunisierung 
der Jungsau zum Titerabfall (JOO u. JOHNSON 1977; MENGELING et al. 1979). Diese 
Zeitspanne ist gerade für trächtigen Jungsauen mit einem hohem Infektionsrisiko hinsichtlich 




Wochen blieben die HAH-Antikörpertiter bei Vakzinen mit Aluminiumhydroxid als 
Adjuvanz niedrig (20-80).  
 
Lebendimpfstoffe (attenuierte PPV-Stämme, z.b. NADL-2) induzieren bei den Tieren einen 
höheren Antikörpertiter (320-1280) und treten nicht über die Plazentarschranke hinweg 
(MENGELING u. PAUL 1981; PAUL u. MENGELING 1984). Der Vorteil von 
Lebendimpstoffen ist, dass diese sowohl das zelluläre als auch das humorale Immunsystem 
aktivieren und somit ein lang andauernder Schutz vor nachfolgenden Infektionen ermöglicht 
wird (ROLLE u. MAYR 1993). Bei einmaliger Applikation erreichen die Antikörpertiter nach 
ca. 2 Wochen ihr Plateau, bis zur vierten Woche kann die Titerhöhe stabil bleiben, jedoch 
fallen danach die Titer auf die Hälfte ab (PAUL u. MENGELING 1984). Grundsätzlich ist die 
Immunantwort nach Applikation von MLV geringer im Vergleich zu einer Immunantwort 
nach Feldinfektion. Die Auscheidung erfolgt über die Faeces und konnte bis 10 Tage nach 
Vakzination nachgewiesen werden. Aus der Tatsache, dass dieser Impfstoff direkt appliziert 
in utero pathogen für die Feten ist (MENGELING u. CUTLIP 1975), wird vom Einsatz bei 
trächtigen Tieren, beim Eber sowie auch in seronegativen Beständen abgeraten (JOO u. 
JOHNSON 1977). In Europa, USA und Kanada werden nur inaktivierte Impfstoffe eingesetzt.  
 
Desweiteren gibt es noch Impfstoffe, welche auf der Wirkung von immunogenen viralen 
Proteinen basieren. Diese leeren „virus-like-particles“ werden mit Hilfe des 
Baculovirussystems exprimiert und induzieren eine identische Immunantwort wie die der 






2.10   Feldisolate 
 
Im Rahmen der Dissertation von ZIMMERMANN (2003) wurden PPV-Isolate aus infizierten 
Feten gewonnen. Dieses Probenmaterial stammte aus verschiedenen Betrieben in 
Süddeutschland. Das komplette VP1 Gen wurde sequenziert und analysiert. Aufgrund dieser 
Daten konnte eine Phylogenie erstellt werden, nach der die Isolate in 4 Gruppen eingeteilt 
wurden (Abb. 6) (ZIMMERMANN 2003). 
 






Abbildung 6: Phylogenetischer Stammbaum der PPV mit Einteilung der 4 Gruppen basierend auf 
der Nukleotidsequenz des Kapsidproteins VP1; Zahlen = Nukleotidunterschiede (modifiziert n. 
ZIMMERMANN 2003)   
 
Insgesamt wurden 45 Nukleotidaustausche in dem Genom-Bereich von 2190 Nukleotiden 
detektiert. Von diesen 45 veränderten Nukleotiden sind lediglich 27 kodierend, wobei 21 
davon konstant in allen Isolaten verändert waren, während 6 Nukleotidveränderungen nur bei 
einzelnen Isolaten auftraten. In dem Abschnitt NT 2287-2810, welcher nur für VP1 kodiert, 
wurden 5 Mutationen detektiert und im Bereich NT 3037-3181 gab es eine Anhäufung von 10 
Mutationen. Letztere verursachen nur 2 Veränderungen in der Aminosäuresequenz. Das 
Fehlen des "repeat" von 127 Nukleotiden im Genom wurde bei allen Isolaten verifiziert außer 
bei NADL-2. Insgesamt hatten alle Isolate im Vergleich zu NADL-2 vier 




Eine Ausnahme bildet das PPV-Isolat des Impfstoffes IDT (MSV), es besitzt an Aminosäure 
533 das Muster von PPV-NADL-2. Diese Veränderungen (vergleichende Position in VP2: 
528 (NT 3942) →AS 378; 533 (NT 3958)→AS 383; 586 (NT 4115)→AS 436) sind ebenfalls 
in PPV-Kresse zu finden und werden für die Virulenz von PPV-Kresse verantwortlich 
gemacht. Desweiteren befinden sich die oben erwähnten Mutationen im Bereich der linearen 
Epitope 6 und 9, welche an der Oberfläche des Kapsids liegen und Antikörperbindungsstellen 
darstellen sollen (KAMSTRUP et al. 1998). Einige Isolate unterscheiden sich in einzelnen 
Aminosäuren. Die genaue Lage dieser Aminosäuren im Kapsid ist nicht bekannt. Aber durch 
Röntgenstrukturanalyse (SIMPSON et al. 2002) ist ersichtlich, dass die Veränderungen in den 
Regionen lokalisiert sind, welche eine hohe Variabilität aufweisen. Zudem sind sie an der 
Oberfläche des Kapsids situiert. So weist die Gruppe 3 (27a) eine solche Veränderung von 
Gln-378→Glu auf, und bei der Gruppe 4 (Isolate: 143a, IDT) ist die Aminosäure Thr-
170→Ala (NT 2867) verändert. Letzt genannte Aminosäure befindet sich am 
aminoterminalen Ende des VP2, einer Region, in der neutralisierende Antikörper binden 
(Epitop 1). Noch weitere Aminosäureänderungen für diese Gruppe (Pro-454→Thr und Ile-
470→Thr) liegen ebenfalls in leicht erreichbaren Regionen. 
 
Aufgrund der Tatsache, dass bereits Änderungen weniger Aminosäuren die Eigenschaften der 
Parvoviren ändern können, sollte die Möglichkeit in Erwägung gezogen werden, dass die 
vorliegenden PPV-Isolate unterschiedliche antigene Varianzen aufweisen können. Es ist in 
vivo zu klären, ob einzelne Aminosäuresequenzveränderungen einiger Isolate maßgeblich die 
Virulenz beeinflussen, und inwiefern mögliche Konformationsänderungen an den antigenen 






2.11  Konzeption der Dissertation 
 
Ziel dieser Untersuchung war es, unter experimentellen Bedingungen die Virulenz aktueller 
PPV-Stämme zu charakterisieren. Weiterhin sollte gezeigt werden, ob es sich bei den in 
Deutschland gefundenen Isolaten um neue antigene Varianten handelt.  
PPV-IDT wurde 1964 in München isoliert (MAYR u. MAHNEL 1964; MAYR et al. 1968), 
und wird gegenwärtig als Master Seed Virus (MSV) des Impfstoffs Porciparvac® von den 
Impfstoffwerken Dessau-Tornau (IDT) eingesetzt.  
PPV-NADL-2 wird weltweit ebenfalls als Grundlage für inaktivierte Impfstoffe eingesetzt 
und wurde 1975 in der USA isoliert (MENGELING 1975). Weiterhin wurden 2 aktuelle 
Feldisolate, PPV-143a und PPV-27a, sowie das Isolat PPV-Challenge welches 1986 in 
England isoliert wurde in die Versuche mit einbezogen. Mittels in vitro- und in vivo- 
Untersuchungen (Abb. 7) sollte versucht werden, Aussagen über das Vorhandensein neuer 
antiger Varianten zu treffen. 
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Material und Methoden 
 
3    Tiere, Material und Methoden 
3.1  Tiere und Material  
3.1.1   Zelllinien  
 
Zur Virusanzucht wurden verschiedene permanente Zelllinien verwendet, die im folgenden 
beschrieben werden.  
 
3.1.1.1   PK15-Zellen 
 
Zur Vermehrung des porzinen Parvovirus wurden PK15-Zellen kultiviert. Bei dieser Zelllinie 
handelt es sich um permanente epitheloide Schweinenierenzellen (porcine Kidney). Die 
Kultivierung erfolgte mit wässriger Lösung Dulbecco’s Minimal Essential Medium 
(DMEM)(Biochrom AG Seromed®, Berlin) bei 37° und 5% CO2 unter Zusatz von 10% 
fetalem Kälberserum (FKS), nicht-essentiellen Aminosäuren (Biochrom AG Seromed®, 
Berlin) und Antibiotika. 
Die Zellen wurden in Kulturflaschen mit Ventilkappen verschiedener Größen gezüchtet und 
anschließend im Verhältnis 1:5 bis 1:8 passagiert (FRESHNEY 1994; LINDL 2000). Es 
wurde mit den Subkulturen 25 bis 39 gearbeitet. 
 
3.1.1.2   STE-Zellen  
 
Die STE (swine-testis-epitheloid) Zelllinie wurde vom Impstoffwerk Dessau-Tornau zur 
Verfügung gestellt. Die STE–Zellen wurden in Zellkulturflaschen mit Minimal Essenstial 
Medium (MEM) nach EARLE (wässrige Lösung, Biochrom AG Seromed®, Berlin) unter 
Zusatz von 20mM Hepes (N-2-Hydroxyäthylpiperazin-N-2-Äthansulfonsäure),1g NaHCO3/L, 
Antibiotika, 10% FKS und nicht-essentiellen Aminosäuren (Biochrom AG Seromed®, Berlin) 
gehalten. Desweiteren erfolgte die Inkubation analog den PK15-Zellen bei 37°C, allerdings bei 
vollständig geschlossenem Deckel im Brutschrank. Die Passagierung erfolgte alle 3 bis 4 
Tage im Verhältnis 1:5. Es wurde mit den Subkulturen 70 bis 83 gearbeitet. 
 
3.1.1.3   SPEV- Zellen 
 
Diese Nierenzelllinie stammt ursprünglich aus der Russischen Akademie der medizinischen 
Wissenschaften in Moskau. Es sind embryonale epitheloide Nierenzellen vom Schwein. Aus 
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dem Friedrich-Löffler-Institut, Insel Riems, wurden dem Institut für Tierhygiene und 
Öffentliches Veterinärwesen Chargen zur Verfügung gestellt. 
 
3.1.1.4   MDCK-Zellen 
 
Die MDCK (Madin-Darby-Canine–Kidney) Zelllinie wurde dem Institut für Tierhygiene und 
Öffentliches Veterinärwesen aus dem Friedrich-Löffler-Institut, Insel Riems, zur Verfügung 
gestellt. Es sind epitheloide Nierenzellen vom Hund. Diese Zellen wurden im Rahmen der 
Dissertation zur Kontrolle auf eventuelles Wachstum der PPV-Isolate in caninen Zellen 
verwendet. Die Zellen wurden mit MEM nach EARLE (wässrige Lösung, Biochrom AG 
Seromed®, Berlin), 20mM Hepes unter Zusatz von 1g NaHCO3/L, 0,12g Na-pyruvat/L, 
Antibiotika, 5% FKS und nicht-essentiellen Aminosäuren (Biochrom AG Seromed®, Berlin) 
gehalten. Es wurde mit den Subkulturen 70 bis 71 gearbeitet. 
 
3.1.2   Viren  
 
Die Feldisolate, die in dieser Dissertation verwendet wurden, stammen aus Süddeutschland. 
Das komplette VP1 Gen (Nukleotide 2287-4546) dieser Isolate wurde bereits im Rahmen der 
Dissertation von ZIMMERMANN (2003) sequenziert. Es handelt sich um die PPV-Isolate 
143a, 27a und das Challenge (Engl.)-Virus. Letzt genanntes Isolat wurde 1986 in England 
isoliert (Batch Nr. [PPV-strain] 1243, Central veterinary Laboratory, UK) und bereits als 
erfolgreicher Challenge Stamm in einer Studie des Impfstoffwerkes Dessau-Tornau 
eingesetzt.  
Ein weiterer Stamm ist NADL-2 (National Animal Disease Laboratory), ein avirulenter PPV-
Stamm, der 1975 in den USA isoliert wurde (MENGELING 1975). 
Das so genannte MSV (Master Seed Virus) wurde vom Impfstoffwerk Dessau-Tornau (IDT) 
zur Verfügung gestellt. Dieses ist ein Isolat, welches 1964 in München isoliert wurde (MAYR 
u. MAHNEL 1964).  
 
3.1.3   Versuchstiere 
 
Im Rahmen dieser Dissertationsarbeit wurden Tierversuche mit Schweinen und Kaninchen 
durchgeführt. Beide Versuche wurden vom Regierungspräsidium Leipzig genehmigt: 
- Immunisierungsversuch Kaninchen (AZ 24-9168.22-02-V4/04) 
- Infektionsversuch Schweine (AZ 24-9168.11TVV11/05) 
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3.1.3.1  Kaninchen 
 
Zur Gewinnung von Hyperimmunseren wurden insgesamt 10 Kaninchen der Rasse New 
Zealand White Rabbit im Alter von drei bis vier Monaten immunisiert. 
 
3.1.3.2  Schweine 
 
Für den experimentellen Infektionsversuch wurden 12 niedertragende primipare Jungsauen 
der Rasse Piètrain x Large White verwendet. Die Tiere waren im Alter von 10 bis 11 Monaten 
und stammten aus der SPF-Zucht des Impfstoffwerkes Dessau-Tornau. Mit der 
Polymerasekettenreaktion wurden die Tiere dort nachweislich frei von PRRSV, PCV und 
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3.2  Methoden 
3.2.1   Erstellung einer Wachstumskurve der Zelllinien 
 
Da Parvoviren sich generell in teilenden Zellen vermehren und somit das exponentielle 
Wachstum der Zellen nutzen, ist die Zelldichte zum Zeitpunkt der Infektion von 
außerordentlicher Bedeutung (MODROW et al. 2003). Von jeder Zelllinie wurde eine 
Wachstumskurve der Zellen erstellt. Anhand dieser konnte der Übergang von der lag- zur log-
Phase und so die S-Phase der Mitose sowie der Übergang in die Plateauphase bestimmt 
werden. Es wurden mehrere kleine Kulturflaschen mit einer Bodenfläche von 25 cm2 und 
einer Zelldichte von 2,0 x 104 Zellen/ml bzw. 4 x 103 Zellen/cm2 ausgesät. Nach jeweils 24 
Stunden wurde über eine Zeitspanne von 8 Tagen die Zellzahl pro ml bestimmt. Die Zellen 
wurden hierzu trypsiniert und danach mit einer Neubauer-Zählkammer ausgezählt. Dazu 
wurde 1 ml Zellsuspension im Aliquot abgefüllt, hiervon wurde nach nochmaligen 
Resuspendieren 18 µl Zellsuspension mit 2µl Trypanblau gemischt und damit die 
Zählkammer gefüllt. Insgesamt wurden 23 Großquadranten ausgezählt, wobei eine bestimmte 
Reihenfolge der Zählung eingehalten wurde, um Fehler so gering wie möglich zu halten. 
Gleichzeitig wurde die Vitalität anhand der Trypanblaufärbung der jeweiligen Zellen 
bestimmt.  
Die Ergebnisse wurden mit Hilfe folgender Formel berechnet (FRESHNEY 1994):  
 
                         
                                                                                                                      
 
             N                        Vġ 
X  =  -------        x        --------      







X   = Zellen/ml 
N   = Anzahl der gezählten Zellen 
Q   = ausgezählte Großquadranten 
Vĸ = Kammervolmen (10-4ml) 
Vġ = eingesetztes Gesamtvolumen (ml) 
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3.2.2   Virustitration 
3.2.2.1   Bestimmung der KID50 der PPV-Isolate 
 
Zum Anzüchten der verschiedenen Stämme benötigt man eine optimale Inokulationsdosis. 
Von jedem Isolat wurde der jeweilige Titer der Virussuspension über eine Endpunkt-
Verdünnungtitration bestimmt, um so einen Virustiter in KID50 (50% kulturinfektiöse Dosis) 
zu erhalten. Dies war notwendig, um so eine konstante Infektionsdosis (m.o.i. = multiplicity of 
infection) zu ermöglichen. Hierfür wurden die PK15-, STE- und SPEV-Zellen verwendet. Zur 
Bestimmung des Titers der bei –80°C gelagerten Virussuspension wurden mehrere 96-Loch-
Mikrotiterplatten (Firma TPP®) mit einer Zelldichte von 8,0 x 104 Zellen/ml (für PK15), 
beziehungsweise von 2 x 105 Zellen/ml (für STE) oder 1,1 x 105 Zellen/ml (für SPEV) 
ausgesät. Die optimale Zelldichte wurde für die jeweilige Zelllinie über eine Wachstumskurve 
bestimmt.  
Die Platten wurden 30 bis 60 Minuten bei 37° und 5% CO2 inkubiert. Die Virussuspension 
wurde in einer separaten Platte, in Medium ohne FKS, in log10-Stufen (10-1? 10-11) verdünnt, 
und jeweils 100µl/ Kavität wurden auf die Zellplatte übertragen. Die erste Spalte der Platte 
wurde für die Zellkontrolle freigehalten und lediglich mit Kulturmedium aufgefüllt. 
Täglich wurden die Zellen mikroskopisch auf einen cytopathischen Effekt (cpE) untersucht. 
Bei sichtbaren cpE, i.d.R. nach dem 2., 4. oder 6. Inkubationstag, wurden die Zellen fixiert. 
Mittels direkter Immunfluoreszenz (DIF) wurde das Virusantigen nachgewiesen. Die 




                                    log10 KID50-Endpunkt-Verdünnung = (x0 – d / 2 + d ∑ r/ n) 
                                                            
 
KID50= neg. log. der Endpunkt-Verdünnung  
x0   = der log10 des reziproken Wertes der niedrigsten Verdünnungstufe, bei der alle Reagenten positiv 
sind 
d      = log10 des Verdünnungsfaktors (1:10 = 1,0) 
n      = Zahl der Reagenten, die für jede Verdünnung eingesetzt wurde  
r      = Anzahl der positiven Reagenten pro Gruppe 
 
 27
Material und Methoden 
 
3.2.2.2   Direkter Immunfluoreszenz-Test  
 
Zur Darstellung des Antigens mussten die Zellen zunächst in der 96-Loch-Mikrotiterplatte 
fixiert werden. Hierzu wurde das Medium entfernt. Nach zweimaligem Waschen mit PBS 
wurden die Zellen mit 100µl/Kavität einer auf -20°C vorgekühlten 1:1 Aceton/Methanol-
Lösung (v/v) fixiert. Es folgte eine Inkubationszeit von 15 Minuten auf Eis. Da Methanol 
stark dehydratisierend wirkt, wurden die Zellen 30 Minuten lang mit PBS rehydratisiert und 
mit 1% FKS in PBS-Lösung geblockt (30 Minuten, bei Raumtemperatur). Es folgt 
anschließend eine Inkubation für 12 Stunden im dunklem Raum mit 50µl PPV-FITC-
konjugiertem PPV-Antiserum (VRMD®, Inc., USA) pro Kavität. Nach abschließendem 
Waschen der Platte wurde mittels Fluoreszenzmikroskop (Leica®, Bernsheim) die Platte 
ausgewertet und digital dokumentiert. Die Platten konnten mit PBS bei 4°C eine Woche 
gelagert werden. 
 
3.2.2.3   Viruskultivierung 
3.2.2.3.1   PPV-NADL-2 
 
Zur Anzüchtung von PPV-NADL-2 wurden PK15-Zellen verwendet. Diese wurden in einer 
Dichte von 8,0 x 104 Zellen/ml bzw. 1,6 x 104 Zellen/cm2 in 150 Kulturflaschen von 150 cm2 
Bodenfläche eingesät und 48 Stunden im Brutschrank bei 37°C und 5% CO2  inkubiert. Es 
wurde das gleiche Medium verwendet wie zu Haltung der Zellen. Zur Infektion wurde das 
Nährmedium entfernt und der Zellrasen mit PBS gewaschen. Mit einer m.o.i. von 2 wurden 
die Kulturflaschen inokuliert. Nach einer Adsorptionsphase von 1 Stunde bei 37°C wurde 
neues Medium (0,16-0,18 ml/cm2) mit reduziertem FKS Gehalt von insgesamt 5% zugegeben. 
Die anschließende Inkubation erfolgte bei 37°C und 5% CO2. 
Mikroskopisch wurden die Zellen täglich auf die Ausbildung eines cpE kontrolliert. Hierbei 
nehmen die Zellen eine kugelförmige Gestalt an. Es ist erwähnenswert, dass der cpE anfangs 
sehr schwierig zu beurteilen ist, sodass erst bei einem deutlichen Auftreten rundzelliger 
Zelldegenerationen und dem Loslösen von 70-80% des konfluenten Zellrasens etwa nach 4 
bis 5 Tage p.i. die Kulturflaschen bei –20°C gelagert wurden. Anschließend wurden die 
infizierten Zellen aufgetaut. Insgesamt wurde dieser Gefrier-Auftau-Prozess zwei-bis dreimal 
durchgeführt. Hierdurch werden zellgebundene Viruspartikel freigesetzt. Nach niedertouriger 
Zentrifugation (20 Minuten, 5000 x g) wird der virushaltige Überstand in 50 ml Falcon-
Röhrchen (TPP®) umgefüllt und bei –80°C tiefgefroren. 
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3.2.2.3.2   PPV-143a 
 
Zur Anzüchtung dieses Isolates wurden STE-Zellen verwendet. Diese wurden je 
Kulturflasche von 150 cm2 mit einer Zelldichte von 1,0 x 105 Zellen/ml bzw. 4,0 x 104 
Zellen/cm2 in 200 Kulturflaschen eingesät. Die Viruskultur erfolgte wie für PPV-NADL-2 in 
PK15-Zellen beschrieben. 
 
3.2.2.3.3   PPV-27a 
 
Zur Anzüchtung dieses Isolates wurden SPEV-Zellen herangezogen. Diese wurden in einer 
Kulturflasche von 150 cm2 mit einer Zelldichte von 1,0 x 105 Zellen/ml bzw. 2,0 x 104 
Zellen/cm2 in 160 Kulturflaschen (150 cm2) eingesät. Die Infektionsdosis lag bei einer m.o.i 
von 0.4 - 0.5. Nach einem cpE von 70-80% (6 bis 7 Tage p.i.) wurden die Flaschen einem 
dreimaligen Gefrier-Auftau-Prozess unterzogen (Abb. 8). Zusätzlich wurden die Zellen noch 
abgeschabt, da die Zellen lediglich lokale Herde von abgekugelten Zellen bildeten, und somit 
mehr als 50 % der Zellen am Flaschenboden haften blieben. Der weitere Ablauf erfolgte wie 
für die Isolate PPV-NADL-2 und PPV-143a. 
Ebenfalls wurde eine Viruskinetik zur Ermittlung von optimalem Infektionszeitpunkt und 
optimaler Infektionsdosis über den HA-Test bestimmt. Hierzu wurden mehrere Chargen 
(kleine 25 cm2 –Kulturflaschen) mit einer Zelldichte von 1,0 x 105 SPEV-Zellen/ml ausgesät. 
Diese wurden in Zeitintervallen von 0, 2, 4, 6, 8, 17, 24 Stunden nach Zellaussaat und mit 
unterschiedlicher m.o.i (0,5-2,0) infiziert. Von diesen Chargen mit unterschiedlichen 
Beimpfungszeitpunkten wurden nach 24, 48 und 52 Stunden p.i. Messproben vom infizierten 




                                                              
Abbildung 8: Zellkulturflaschen mit virushaltigem Zellkulturüberstand beim Gefrier-Tau-Zyklus-
Prozess 
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3.2.2.3.4   PPV-IDT(MSV) 
 
Zur Anzüchtung von PPV-IDT(MSV) wurden SPEV-Zellen verwendet. Anfänglich wurde 
PPV-IDT(MSV) (Passage 23) in 108 Kulturflaschen vermehrt. Es wurde mit einer m.o.i. von 
2 inokuliert. Nach täglicher mikroskopischer Kontrolle wurden die Zellen bei einem Auftreten 
von 90%-100% cpE (4 Tage p.i.) bei -20°C tiefgefroren. Der weitere Ablauf erfolgte wie 
bereits für PPV-NADL-2 beschrieben. Zu einem späteren Zeitpunkt wurde zudem zusätzlich 
Virus ebenfalls auf SPEV-Zellen über das Rollerkulturverfahren im Impfstoffwerk Dessau-
Tornau vermehrt. Hierzu wurden 500 ml Zellsuspension mit 20 ml Virussuspension beimpft 
und 4 Tage bei 37°C in einem Rollerkultur-Brutschrank inkubiert. Insgesamt wurden 2 Liter 
virushaltiger Zellkulturüberstand mittels Rollerkulturverfahren und 2.5 Liter in 
Zellkulturflaschen produziert. 
 
3.2.2.3.5   PPV-Challenge (England) 
 
Das Impfstoffwerk Dessau-Tornau hat im Rahmen dieser Arbeit ebenfalls, wie oben für das 
Isolat PPV-IDT(MSV) aufgeführt, dieses auf Rollerkultur vermehrt. Hierzu wurden 500 ml 
Zellsuspension mit 20 ml des Virus der Passage 8 beimpft und 4 Tage bei 37°C in einem 
Rollerkultur-Brutschrank inkubiert. Als Zellkultur wurden ebenfalls SPEV-Zellen verwendet, 
die aus dem Institut für Tierhygiene und Öffentliches Veterinärwesen geliefert wurden. 
Insgesamt wurden 4 Liter virushaltiger Zellkulturüberstand produziert. 
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3.2.3  Virusreinigung   
3.2.3.1   Zentrifugation 
 
Zur Virusreinigung wurde der virushaltige Zellkulturüberstand der inokulierten Flaschen 
verwendet. Bei PPV-NADL-2, PPV-IDT (MSV), PPV-27a und PPV-Challenge (Engl.) 
wurden jeweils 4,5 Liter Zellkulturüberstand, bei PPV-143a 6 Liter Zellkulturüberstand zur 
Virusreinigung verwendet (Abb. 9). 
Da beim Einfrieren ein Teil der nichtviralen Proteinbeimengungen denaturiert und dieser 
beim Auftauen ausflockt, wurde nach dem Auftauen der gefrorenen Virussupension 
nochmalig niedertourig zentrifugiert (20 Minuten, 5000 x g, 4°C) und die Suspension von 
weiterem grobem Zelldetritus gereinigt. Diese Ausflockungen sammelten sich als Präzipitat 
im Falcon® ab (MAYR et al. 1977) und wurden verworfen. 
Der virushaltige Zellkulturüberstand wurde in Glaskolben abgefüllt und mit 10% (v/v) 5M 
Natriumchlorid-Lösung und 10% (w/v) Polyäthylenglykol 6000 (PEG) versetzt. Das Gemisch 
wurde anschließend 24 Stunden auf einem Magnetrührer bei 4°C inkubiert. Unter 
Verwendung von PEG erfolgt eine Präzipitation hochmolekularer Substanzen wie z.B. der 
Viruspartikel. Anschließend wurde das Gemisch auf 50 ml Zentrifugenröhrchen verteilt und 
bei 4°C 20 Minuten lang hochtourig bei 8000 x g (Heraeus ®, Biofuge stratos, Winkelrotor) 
zentrifugiert. 
Da 34% der Viruspartikel nicht sedimentierten, sondern sich direkt über dem Sediment 
anreicherten (MAYR et al. 1977), wurde lediglich ¾ des Überstandes abpipettiert und 
verworfen. Mit den im Röhrchen verbliebenen Überstand wurde das Sediment resuspendiert 
und noch einmal zentrifugiert (8000 x g). Anschließend wurde das Sediment in drei 
aufeinanderfolgenden Schritten mit jeweils 1 ml Elutionspuffer (NaCl-Boratpuffer, ph 7,4) 
resuspendiert und zentrifugiert (2200 x g, 20 Minuten).  
Die gesammelten Überstände wurden mit dem gleichen Volumen einer 75% 
Chloroformlösung intensiv ausgeschüttelt. Abschließend erfolgte die letzte Zentrifugation (20 
Minuten, 2200 x g, 4°C) vor der CsCl-Gradientenreinigung. 
Man erhielt nach der Zentrifugation drei getrennte Phasen, wobei die untere das Chloroform, 
die mittlere nicht-virale Bestandteile und die obere, wässrige Phase das in Boratpuffer 
enthaltene Virus enthielt. Diese obere Phase wurde abpipettiert und bis zur weiteren 













Abbildung 9: Verfahrensschritte zur Virusreinigung der verschiedenen PPV-Isolate. 
 
3.2.3.2   Dichtegradienten - Ultrazentrifugation  
 
Die weitere Reinigung erfolgte durch Zentrifugation über einen isopyknischen Gradienten 
bzw. eine Gleichgewichts-Dichtegradienten. Dazu wurde 1 ml der zu reinigenden 
Virussuspension (Abb. 9) auf 8 ml CsCl-Lösung pippetiert und für 19 Stunden bei 4°C und 
40.000 rpm in einer Ultrazentrifuge mit SW 41-Rotor (Beckman, USA) zentrifugiert. Die 
mittels Cäsiumchlorid gereinigte sichtbare Virusbande wurde nach Punktion des 
Zentrifugenröhrchens abgezogen. Die Virussuspension wurde anschließend durch erneute 
Zentrifugation mit der Ultrazentrifuge in Borat-Puffer bei 25000 rpm und 4°C für 3 Stunden 
entsalzt. Der virenfreie Überstand wurde dekantiert und das virenhaltige Sediment in 500µl 
Borat-Puffer resuspendiert. Mittels SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese wurde 
anschließend die Reinheit der Viruspräparation überprüft. Desweiteren wurde eine 
Proteinbestimmung durchgeführt. Die weitere Lagerung erfolgte bei -80°C. 




+ PEG 6000 / NaCl, Magnetrührer, 4°C, über Nacht 
8000 x g , 20 min, 4°C 
Pellet Überstand 
Evtl. Einweichen, 4°C, über Nacht 
8000 x g , 20 min , 4°C 
+ Elutionspuffer, 3 x Auswaschen  
Pellet Überstand 
2200 x g , 20 min , 4°C 
3 x Überstandsammlung Pellet 
+ Chloroform 
2200 x g, 20min, 4°C 
CsCl-Reinigung 
Obere wässrige Phase = Viruspartikel 1.39 g/ cm3
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3.2.4   SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE) 
 
Zur Überprüfung des Reinheitsgrad der vorher CsCl-gereinigten Viruspartikel wurde eine 
SDS-PAGE, ein Verfahren nach LAEMMLI (1970) genutzt. In diesem Verfahren werden die 
einzelnen Proteine nach ihrer Ladung und nach ihrem scheinbaren Molekulargewicht 
aufgetrennt. Dies geschieht über die denaturierende Wirkung des SDS (sodium dodecyl 
sulfate), welches als anionisches Detergens dem polymerisierten und quervernetzten 
Polyacrylamidgel zugesetzt wurde. Gleichzeitig wurde ein ausgewählter Broad Range Protein 
Marker (BioLabs®, New England) mitgeführt. Zur Visualisierung elektrophoretisch 
aufgetrennter Proteine im Gel wurde Coomassie-Blau verwendet, welches die Proteine 
unspezifisch anfärbt. 
Eine vertikale Gelkammer (Bio Rad) wurde mit 10%igen Acrylamidlösung befüllt (Laufgel) 
und beschichtet mit APS (Ammoniumpersulfate) und TEMED (tetramethlendiamine). Nach 5 
Minuten wurde das APS bzw. TEMED durch vorsichtiges Abschütten entfernt, mit einer 
5%igen Acrylamidlösung überschichtet und nach dessen Polymerisation ein Probekamm 
eingesetzt (Sammelgel). Von der zu untersuchenden Probe wurden 3µl mit 9µl dest. Wasser 
verdünnt und mit 1/4 Volumen Laemmlipuffer versetzt. Nach 5 Minuten langer Erhitzung bei 
100°C wurde das Probenmaterial in die Kavitäten gefüllt. Die Reaktionsansätze wurden nach 
Anlegen der Spannung von 150 V für die Dauer von 50 bis 60 Minuten elektrophoretisch 
aufgetrennt. Das Gel wurde entnommen und unter leichtem Schwenken in der Färbelösung für 
20 Minuten belassen. Das gefärbte Gel wurde dann 3 Stunden in Entfärbelösung gelegt, bis 
der Hintergrund komplett entfärbt war. Das Gel wurde schließlich mit einem Scanner 
fotografiert und das Foto gespeichert. 
 
3.2.5   Bestimmung der Proteinkonzentration  
 
Die quantitative Proteinbestimmung erfolgte mit Hilfe des Micro BCATM Protein Assay 
Reagent Kit der Firma Pierce Biotechnology®, USA.  
Dieser Proteinbestimmungsassay zeichnet sich durch eine hohe Empfindlichkeit und eine 
geringe Störanfälligkeit aus und basiert auf den Eigenschaften der Bicinchonsäure. Bei 
Bindung an Protein tritt direkt proportional, in Gegenwart von Kupferionen und bei 
basischem pH, ein blau-violetter Komplex auf, dessen Extinktion bei 562 nm gemessen wird 
(SMITH et al. 1985). 
Aus Proben mit abfallenden Konzentrationen von BSA (Rinderserumalbumin) in Boratpuffer 
(1 mg/ml bis 0,625 mg/ml) wurde eine Eichkurve erstellt. Zusätzlich gab es eine Nullprobe 
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(Boratpuffer) und eine Verdünnungsreihe der zu messenden Probe, hergestellt aus der 
vorgereinigten Virussuspension. Zu allen Verdünnungstufen sowie der Nullprobe wurde 
100µl Bicinchonsäure-Mischung nach Angaben des Herstellers zugesetzt. Nach Inkubation 
von 20 Minuten bei 37°C wurden mit Hilfe eines Spektrophotometers die Daten bezogen auf 
die Kalibrationsstandards ausgewertet. Durch Vergleich mit bekannten Konzentrationen der 
BSA-Eichkurve konnte die Antigen-Menge der Virussuspension abgeschätzt werden. 
 
3.2.6   Tierversuch (Kaninchen) 
 
Zur Produktion von spezifischen Antikörpern wurden 10 Kaninchen der Rasse New Zealand 
White Rabbit verwendet und im Alter von drei bis vier Monaten immunisiert. 
 
3.2.6.1   Herstellung von Immunserum 
 
Bei der Herstellung des Immunserums wurde das inkomplette Freundsche Adjuvanz 
(Sigma®) (iFA) verwendet. Dieses setzt sich aus Mineralöl (Paraffinöl) und einem Emulgator 
(Mannitmonooleat) zusammen (Wasser–Öl-Emulsion). Für die primäre Immunisierung 
wurden gereinigte Viruspartikel mit einem Proteingehalt von 148µg in Boratpuffer 
resuspendiert und anschließend mit 0,6 ml iFA auf ein Gesamtvolumen von 1,2 ml aufgefüllt. 
Zur vollständigen Emulgierung wurde die Mischung über einen Adapter zwischen zwei 1 ml- 
Einwegspritzen hin- und herbewegt. Nach einer Emulgierungszeit von 30 Minuten entsteht 
eine trübe, milchige Flüssigkeit. Die Suspension gilt als stabil, wenn ein Tropfen auf 
Eiswasser die Tropfenform beibehält. Je 100µl der Emulsion wurden auf mehreren 
Depotstellen im Nackenbereich intradermal injiziert. Die zweimaligen Booster-Injektionen 
(ebenfalls unter Zusatz von iFA) erfolgten intramuskulär (i.m.) in 2-wöchigen Abständen (2.- 
und 4. Woche nach initialer Erstapplikation). 
Tabelle 1 enthält eine Zusammenstellung der mit den verschiedenen PPV-Isolaten im 
Zeitraum vom 31.03.2004 bis zum 28.03.2005 durchgeführten Immunisierungen der 
Kaninchen. Die Häufigkeit der durchgeführten Boosterungen wurde in Abhängigkeit vom 
erreichten Antikörpertiter bestimmt. Boosterungen wurden unter Verwendung einer 
steigenden Antigendosis (222µg bis 370µg) durchgeführt. Die Blutentnahme erfolgte vor der 
primären Injektion, zwei Wochen nach der ersten Boosterung, sowie eine Woche nach der 
zweiten Booster-Injektion. Mittels HAH wurde der Antikörpertiter in den Seren bestimmt. 
Die Tiere wurden durch intrakardiale Punktion entblutet. Das Blut wurde bei 4°C über Nacht 
 34
Material und Methoden 
 
inkubiert und anschließend mit 1700 x g bei 4°C 5 Minuten zentrifugiert. Das überstehende 
Serum wurde entnommen, nochmals mit 1700 x g 10 min zentrifugiert und schließlich in 1 ml 
Portionen aliquotiert. Zu weiteren diagnostischen Zwecken wurde das Serum für 30 Minuten 
bei 56°C in einem Wasserbad erhitzt, um unspezifische thermolabile Inhibitoren zu entfernen. 
Bei -20°C wurde es bis zur weiteren Nutzung gelagert. 
 
Tabelle 1: Kaninchen-Immunisierungsprogramm 
PPV-Isolat Zeitspanne Adjuvanz Proteinmenge 
  µg / ml 
Applikationsart 
NADL-2 31.03-12.05.04 iFA 
1. - 148 
2. – 222   Tier 1-2 
3. – 370                            
        i.d. 
        i.m. 
        i.m. 
143 a 11.06- 09.07.04 
Tier 2- 23.07.04 
iFA 
1. – 148     
2. – 222   Tier 1-2 
3. -  228 
        i.d. 
        i.m. 
        i.m 
27 a 11.10-19.11.04 iFA 
1. - 148 
2. – 222    Tier 1-2 
3. – 370                            
        i.d. 
        i.m. 
        i.m 
IDT 14.02-28.03.05 iFA 
1. - 148 
2. – 222    Tier 1-2 
3. – 370                            
        i.d. 
        i.m. 
        i.m 
Challenge 15.03-26.04.05 iFA 
1. - 148 
2. – 222    Tier 1-2 
3. – 370                            
        i.d. 
        i.m. 
        i.m 
 
3.2.6.2   Hämagglutination 
3.2.6.2.1  Herstellung der Erythrozytensuspension 
 
Für diesen Test wurden Humanerythrozyten der Blutgruppe 0 verwendet. Das Blut wurde in 
30 I.E./ml Lithium-Heparin Monovetten entnommen und mindestens zweimal mit Alsever-
Lösung gewaschen und mit 630 x g 10 min bei 4°C zentrifugiert. Der Überstand wurde 
abpippetiert und das Erythrozytensediment in 5 Volumenanteilen Alsever-Lösung 
aufgenommen und bei 4°C gelagert. Für die Verwendung im HA- und HAH-Test wurde eine 
0,5%ige Humanerythrozytensuspension für jeden Testansatz frisch angesetzt. Zur Einstellung 
dieser 0,5%igen Erythrozytensuspension wurde mit einem UV/VIS-Spektrometer (Perkin 
Elmer®) der Hb-Gehalt photometrisch (OD530) bestimmt.  
 
 35
Material und Methoden 
 
3.2.6.2.2   Hämagglutinationstest 
 
Hierzu wurde das zu untersuchende Virus in log10-Schritten mit Verdünnungspuffer 
(PBS/BSA 0,1%) vorverdünnt. Mit Ausnahme der ersten Reihe einer 96-Loch-
Mikrotiterplatte (V-Form) wurde in jeder Vertiefung 25µl des Verdünnungspuffers vorgelegt. 
In die erste Reihe wurden 50µl/ Kavität der jeweiligen Vorverdünnung pipettiert und in log2–
Schritten verdünnt, schließlich mit 25 µl Verdünnungspuffer aufgefüllt. Von jeder 
Verdünnungstufe erfolgte eine Doppelbestimmung. Nach Zugabe von 50µl einer frisch 
angefertigten 0,5 %igen Humanerythrozytenlösung der Blutgruppe 0 wurde die Platte bei 4ºC 
1 bis 4 Stunden inkubiert. Zusätzlich diente eine Erythrozytenkontrolle als Bestätigung, dass 
die Erythrozyten unter normalen Bedingung zur Sedimentation fähig sind. Für die 
Berechnung des HA-Titers wurde die Verdünnungstufe herangezogen, welche noch eine 
deutliche Hämagglutination zeigte.  
 
3.2.6.2.3   Hämagglutinationshemmungstest 
 
Zur Bestimmung der Antikörpertiter wurde die Methode von JOO et al. (1976a) modifiziert 
angewendet. Hierzu wurden die bereits hitzeinaktivierten Seren 1:4 mit Verdünnungspuffer 
(PBS/BSA 0,1%) vorverdünnt. Anschließend wurden sie unter Zusatz von 50µl einer 
50 %igen Humanerythrozytensuspension (zur Entfernung der Isoagglutinine) 1,5 Stunden bei 
4°C inkubiert. Nach erfolgter Zentrifugation mit 1600 x g für 20 Minuten bei 4°C wurde der 
Überstand abpipettiert und eine weitere 1:40 bzw. 1:400 Verdünnung erstellt. Mit Ausnahme 
der ersten Reihe einer 96-Loch-Mikrotiterplatte wurden 25 µl Verdünnungspuffer vorgelegt. 
In die erste Reihe wurde von allen Verdünnungstufen 50µl/ Kavität (Doppelbestimmung) 
pipettiert, in log2–Schritten bis 1:8192 bzw. 1:81920 verdünnt. Für den HAH-Test wurden 8 
hämagglutinierende Einheiten (HAE) des Virus eingesetzt. Da der spätere Zusatz von Serum 
eine zusätzliche Verdünnung bewirkte, wurde eine Virusgebrauchsverdünnung von 16 
HAE/25µl erstellt und jeweils 25µl dieser Virussuspension in die Kavitäten pipettiert. 
Die letzte Reihe der Platte wurde für die Virusrücktritration genutzt. Zusätzlich wurde parallel 
eine Erythrozyten-Kontrolle (50µl Puffer + 50µl 0,5 %ige Erythrozytensuspension) sowie 
eine Serumkontrolle mitgeführt. Nach erfolgter Inkubation der Reaktionsgemische für 2 
Stunden bei RT wurden die Platten 30 min bei 4°C gekühlt und 50µl 0,5 %ige 
Humanerythrozytensuspension zugesetzt. Die Ablesung der Platten erfolgte nach einer 
Inkubation von 1 bis 4 Stunden bei 4°C . 
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3.2.7   Serumneutralisationstest 
 
Im Serumneutralisationstest sollten die polyklonalen Antiseren auf Neutralisation gegen die 
PPV-Isolate als Testviren untersucht werden. Über die Endpunktverdünnungsmethode wurde 
der Titer des Serums ermittelt, welcher noch bei 50% der mit der Virusvorlage beimpften 
Zellen schützt. Der Test wurde sowohl mit Hyperimmunseren der Kaninchen, welche durch 
die im Kapitel 3.2.6.1. aufgeführten Isolate induziert wurden, als auch mit den Seren der 
experimentell infizierten Jungsauen durchgeführt. Alle Seren wurden hitzeinaktiviert (56°C 
für 30 Minuten) und in separaten 96-Microtiter-Platten (Doppelbestimmung), von Reihe 1– 
bis 9 in log5-Schritten bis zur Verdünnungstufe 1:1953125 in 120µl Verdünnungspuffer 
(DMEM) verdünnt. Um unspezifische Reaktionen der Seren mit den Zellen auszuschließen, 
wurde eine Serumkontrolle mitgeführt. Dabei wurde das zu testende Serum ohne 
Virussupension auf die Zellen gegeben. Die letzten Reihen der Platte dienten der Serum-, 
Zell- und Viruskontrolle, welche von theoretisch 100 KID50 in log10-Stufen bis zu 
0,0001KID50 weiter verdünnt wurde. Die Virusgebrauchsdosis wurde auf 2 x103KID50/ml 
eingestellt, wobei von dieser Suspension 120 µl zu jeder Serumverdünnungstufe zugegeben 
wurden. Nach erfolgter Inkubation des Serum-Virus-Reaktionsgemisches für 2 Stunden bei 
37°C erfolgte die Verimpfung des Gemisches (100µl/Kavität) auf die frisch eingesäte SPEV 
Zellplatte. Täglich wurden die Zellen mikroskopisch auf einen cpE untersucht, am 5. 
Inkubationstag fixiert und über eine direkte Immunfluoreszenz (DIF) am 
Fluoreszenzmikroskop ausgewertet.  
 Die Virusgebrauchsverdünnung wurde bei jedem Test rücktitriert, um Titrationsfehler 
auszuschließen. Der Test konnte somit nur bewertet werden, wenn die Rücktitration der 
Viruskontrolle einen Titer von 102 KID/100µl erreicht. Nach der Formel von BEHRENS und 
KAERBER (MAYR et al. 1977) erfolgt die Berechnung des Neutralisationstiters (ND50)  
 
                                                       ND50-Endpunkt-Verdünnung  =  V –[d (S - 0.5) ] 
                                       (- log; ND50) 
 
 
ND50 =  Neutralisationstiter50-Endpunkt-Verdünnung
V          =  - Logarithmus der niedrigsten Verdünnungstufe, bei der alle Reagenten positiv sind (R=1,0) 
d       = - log des Verdünnungsfaktors( 1:10 = 1,0) 
S       = Summe der Reagenten, incl. der letzten Verdünnungstufe, bei der alle Reagenten      
positiv sind 
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3.2.8   Challengeversuch (Schweine) 
 
Insgesamt wurden hierzu 12 niedertragende primipare Jungsauen der Rasse Piètrain x Large 
White genutzt. Die Tiere stammten aus der SPF-Zucht des Impfstoffwerkes Dessau-Tornau. 




3.2.8.1   Versuchsaufbau 
 
Der Versuchsaufbau ist in Abbildung 7 schematisch dargestellt. Insgesamt wurden vier 
Versuche mit einer Gruppenzahl von 3 Tieren pro Versuch durchgeführt. Es wurden jeweils 2 
Versuche gleichzeitig, aber räumlich getrennt durchgeführt. Das Personal wurde so eingeteilt, 
dass Kreuzkontaminationen zwischen den Gruppen ausgeschlossen waren. Die Tiere wurden, 
nachdem sie in Dessau-Tornau zweimal im Abstand von einem Tag künstlich besamt worden 
waren, am 35.Trächtigkeitstag im Versuchstierstall des Institutes für Tierhygiene und 
Öffentliches Veterinärwesen eingestallt. Am 40. Trächtigkeitstag erfolgte die experimentelle 
Infektion der Tiere mit den verschiedenen PPV-Isolaten (PPV-143a, PPV-27a, PPV-
IDT[MSV] und PPV-NADL-2). Am 90. Trächtigkeitstag erfolgte unter Vollnarkose der Tiere 
eine Sectio caesarea. Die Tiere wurden noch in der Narkose entblutet. 
Während des gesamten Versuches wurden in regelmäßigen Abständen Blutproben, Kot- 
sowie verschiedene Tupferproben entnommen. Die Blutprobenentnahmen erfolgten während 
der ersten 2 Wochen p.i. im 2 Tage-Rhythmus, später im 3-bis 4-Tage-Rhythmus und zum 
Ende hin in wöchentlichen Abständen. Die Blutproben wurden aus der Vena cava cranialis 
entnommen. Die Tiere wurden täglich klinisch auf Allgemeinbefinden und Temperatur 
untersucht.  
Während der Sectio caesarea wurden die Feten gemäß ihrer Lage (rechtes Horn- linkes Horn) 
entwickelt und von kranial (Bereich Cervix) nach kaudal durchnummeriert. Nach Messung 
der Scheitelsteißlänge (SSL) der Feten und der Erfassung der Gewichte wurden die Tiere 
seziert. Bei der Sektion wurden die Tiere zunächst auf Anzeichen von Parvovirusinfektion 
makroskopisch untersucht, dann wurden Organproben von Thymus, Lunge, Herz, Leber, 
Milz, Niere, Darmkonvolut, Testis und Ovarien entnommen. Ebenfalls wurden Teile der 
Fruchthüllen und Amnionflüssigkeit sowie Nabelvenenblut gewonnen.  
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3.2.8.2   Auswahl des Untersuchungsmaterials  
 
Bei dieser Studie wurden verschiedene Proben untersucht. Bezogen auf den Infektionsversuch 
der Jungsauen wurden aufgrund des großen Umfanges von entnommen Organproben von den 
Feten die virologischen Untersuchungen auf die relativ leicht zu identifizierenden Organe (vor 
allem bei den mumifizierten Feten) wie Lunge und Niere eingegrenzt. Ebenfalls wurde zur 




Tabelle 2: Selektiv untersuchte Feten der verschiedenen Infektionsgruppen (PPV-143a, PPV-27a, 
PPV-IDT [MSV] und PPV-NADL-2), dargestellt in Korrelation zu ihrer Lage (linkes bzw. rechtes 
Horn) bzw. ihrer Reihenfolge (kranial nach kaudal) im Uterus. Niere und Lunge wurden diagnostisch 
untersucht. excl.: (a)(nur Lunge);(b) (Pool); (c)(nur Niere); (L)= lebend; (M)= mumifiziert; grau unterlegt: 





Sau Nr. Feten li. Horn Feten re. Horn 
 404  R-2(L); R-3(M)(b);R-4(L); R-5(L) 
143a 406 L-1( L); L-2(L); R-1(L); R-4(L); 
 408 L-6( L); L-7(L); R-4(L);R-5(L); R-7(M)(a); 
 201 L-2( M); L-3(M); R-1(L); R-2(L); 
27a 209 L-9( M); R-1(M); R-7(L);R-8(L); 
 211 L-1( M); R-1(M);R-2 (M); R-3(M); 
 206 L-1( L) ; L-3( L); R-3(L); R-6(L); 
IDT(MSV) 207 L-2( M)(a); L-7(L); R-3(L);R-6(L); R-8(L)(b); 
 208 L-1( L);L-3(T); L-5(L); R-4(L); R-5(T);R-8(L); 
 401 L-2( L); L-3(L); R-1(L); R-5(M)(c); 
NADL-2 402 L-1( L); L-5(L); R-1(L); R-2(L); 
 410 L-1( L); L-9(L); R-3(L); R-4(L); 
 39
Material und Methoden 
 
3.2.8.3  Inokulationsdosis von PPV-Isolaten 
 
Die erste Infektionsgruppe (1) wurde mit 106,9 KID50/ml (2560 HAE/25µl) der 
Virussuspension PPV-143a infiziert, die zweite Infektionsgruppe (2) wurde mit PPV-27a der 
Dosis 105,1KID50/ml (1024 HAE/25µl) infiziert, die dritte Infektionsgruppe (3) PPV-
IDT(MSV) wurde mit 106,5 KID50/ml (2560 HAE/25µl) und die vierte Infektionsgruppe PPV-
NADL-2 mit 104,9 KID50/ml (640 HAE/25µl) infiziert. Die Infektion erfolgte intranasal (4 ml) 




Abbildung 10: Darstellung der intranasalen Infektion der Jungsau. In jedes Nasenloch wurden 2 ml 




3.2.8.4   Antikörpernachweis 
 
Zur Antikörperbestimmung wurde das Serum der Jungsauen wie auch das Nabelvenenblut der 
Feten im Hämagglutinationshemmungstest (Kapitel 3.2.6.2.3) untersucht. Die im Test 
mitgeführte definierte Serum-Positivkontrolle wurde uns von der Firma BioScreen GmbH, 
Münster, zur Verfügung gestellt.  
 
3.2.8.4.1  Serumvorbehandlung 
 
Nach Inaktivierung der hitzelabilen Inhibitoren durch Hitzebehandlung bei 56°C für 30 
Minuten wurde das Serum zusätzlich mit Kaolin (Aluminiumhydroxid) zur Entfernung der 
unspezifischen thermostabilen Inhibitoren vorbehandelt. Hierzu wurde das hitzeinaktivierte 
Serum 1:4 mit 25% säuregewaschenem Kaolin Borat-NaCl-Puffer (pH= 9.0) verdünnt und 20 
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Minuten bei 25°C auf einem Schüttler belassen. Nach Zentrifugation (RT, 30 Minuten, 
600 x g) wurde der Überstand abpipettiert und zur Inaktivierung der Isoagglutinine mit 50µl 
einer 50% Humanerythrozytensuspension versetzt. Nach nochmaliger Zentrifugation wurde 
der Überstand zusätzlich 1:40 und 1:400 mit Verdünnungspuffer (PBS/BSA 0,1%; pH= 7.4) 
verdünnt und im HAH-Test ausgewertet. 
 
3.2.8.5   Virusisolierung 
 
Lunge und Nieren der PPV-infizierten Feten wurden mit sterilem Seesand im Mörser 
verrieben und unter Zusatz von Dulbecco’s Modified Eagle Medium mit Antibiotika 
(200U/ml Penicillin und 100µg/ml Streptomycin) zu einer 20%igen (w/v) Suspension 
resuspendiert. Es folgte anschließend ein Gefrier-Tau-Prozess, welcher 2 bis 3-mal 
durchgeführt wurde. Hierdurch wurden die Viruspartikel freigesetzt, da die Zellmembran 
zerstört wurde.  
Nach niedertouriger Zentrifugation (20 Minuten, 2000 rpm, 4°C) wurde der virushaltige 
Überstand sterilfiltriert (Membranfilter, Poren-Ø 20µm, TPP®). Ein Teil des Überstandes 
wurde für die Virusisolierung in der Zellkultur verwendet, der andere Teil für den 
Hämagglutinationstest (HAT) bei -80°C aufbewahrt. Zur Virusisolierung wurden frisch 
eingesäte SPEV Zellen in 25 cm2 Kulturflaschen mit 0,4 ml Virussuspension inokuliert und 5 
Tage bei 37°C inkubiert. Nach der ersten Viruspassage wurde nochmals passagiert. Täglich 
wurden die Zellen mikroskopisch auf einen cpE kontrolliert und am 5. Tag p.i. fixiert. Mittels 
DIF wurde das Virusantigen nachgewiesen. War die Immunfluoreszenz negativ und kein cpE 
nachweisbar, wurde das Organ als virusfrei bewertet. 
 
3.3  Laboruntersuchung  
 
Die hämatologischen Untersuchungen zur Erstellung von Differentialblutbildern der 
trächtigen Jungsauen wurden freundlicherweise von der Labordiagnostik der Medizinischen 
Tierklinik Leipzig durchgeführt. 
 
3.4   Statistische Auswertung 
 
Die Grafiken und statistische Auswertungen wurden mit Hilfe des Programm „Sigma 





4  Ergebnisse 
4.1 Virusvermehrung 
4.1.1  Wachstumskurven der Zellen  
 
Zur Vermehrung der einzelnen PPV-Isolate wurden drei Zelllinien kultiviert und über deren 
Wachstumskurven der Übergang von der lag- zur log-Phase ermittelt. Hierzu wurden die 
Zelllinien PK15-, SPEV- und STE-Zellen verwendet. Diese eignen sich am besten zur 
Vermehrung von PPV (ZIMMERMANN 2003). Die STE-Zellen zeigten jedoch im Vergleich 
zu den PK15 und SPEV–Zellen ein deutlich geringeres Wachstum (Abb.11), dies infolge des 
Mediums, welches bereits nach 7 Tagen stark sauer wurde. Hierdurch kam es zum vermehrten 
Ablösen und Absterben der Zellen was zur einer geringen Virusausbeute führte. Auch 
bildeten die STE-Zellen keinen Monolayer aus, sondern wuchsen inselartig und lösten sich 
somit in Gruppenverbänden vom Flaschenboden ab. Infolgedessen wurde diese Zelllinie 
lediglich für die Anzucht von PPV-143a genutzt und diese Zelllinie für die Anzucht der 
weiteren PPV-Isolate nicht verwendet. 
 
Die PK15- und SPEV–Zellen wiesen eine exponentielle Wachstumsrate auf. Dies galt vor 
allem für die SPEV-Zellen, welche nach 7 Tagen immer noch einen exponentiellen Anstieg 
zeigten. Bei diesen Zellen konnte kein Plateau bestimmt werden, da durch die hohe Zelldichte 
eine Zellzählung technisch nicht möglich war.  
 
Generell wurde während der Untersuchung auf einen Mediumwechsel verzichtet, um so 
ähnliche Bedingungen zu erhalten, wie bei der späteren Virusvermehrung. Für die Anzucht 
von PPV-NADL-2 wurden die PK15-Zellen verwendet, jedoch aufgrund der guten 
Vermehrung, der unkomplizierten Kultivierung und basierend auf der Eigenschaft, dass alle 
verwendeten Isolate ein gutes Wachstum auf SPEV-Zellen zeigten, wurden für die gesamte 
weitere Diagnostik ausschließlich die SPEV-Zelllinie (1,0 x 105 Zellen/ml) verwendet. Die 
optimale Zellzahl/ml für die Anzucht der PPV-Isolate ist der Tabelle 3 sowie der Abbildung 








Tabelle 3: Zellzahl/ml der Zelllinien zur Vermehrung der PPV-Isolate. 
                  (grau : Optimale Zellzahlaussaat) 
   Zelllinie  
Tag PK-15 STE SPEV 
1 2,0 x 104 2,9 x 104 2,0 x 104
2 4,7 x 104 3,1 x 104 3,7 x 104
3 8,5 x 104 4,7 x 104 1,0 x 105
4 2,1 x 105 7,7 x 104 2,6 x 105
5 4,1 x 105 1,3 x 105 3,9 x 105
6 6,1 x 105 2,0 x 105 7,3 x 105
7 7,4 x 105 2,7 x 105 1,1 x 106














PK 1  5
STE 






                    




2 10 5 








4.1.2 Ermittlung des optimalen Beimpfungszeitpunkts 
 
Über die Viruskinetik (siehe Kapitel 3.2.2.3.3) konnte nach Einsaat der SPEV-Zellen die 
optimale Inokulationsdosis bzw. der optimale Zeitpunkt der Beimpfung festgelegt werden. 
Tabelle 4 zeigt eine Zusammenstellung der Ergebnisse der verschieden untersuchten Chargen 
(25cm2-Kulturflaschen) mit einer Zelldichte von 1,0 x 105 SPEV-Zellen/ml mit 
unterschiedlichen Beimpfungszeitpunkten mit PPV-27a nach Einsaat.  
Mit einer m.o.i. von 0.5 bis 2.0 wurde in allen Chargen, mit Ausnahme von Charge 6, die 
gleiche Virusausbeute nach 48 Stunden p.i. erzielt (40-64 HA/25µl). Die Charge 6, welche 
erst 17 Stunden nach Zelleinsaat infiziert worden war und nach 48 Stunden p.i. geerntet 
wurde, zeigt mit 20-32 HA/25µl eine geringere Virusausbeute. Insgesamt konnten aber keine 
großen Unterschiede zwischen den Chargen 1 bis 7 festgestellt werden. Generell jedoch 
werden bei einer Beimpfung bis 8 h nach Aussaat der Zellen geringfügig höhere Titer (80 
HA/25µl ) erhalten als 17 Stunden nach Aussaat der Zellen. Der cpE war hingegen deutlich 
ausgeprägter bei einer m.o.i. von 2.0 (Abbildung 12). Aufgrund dieser Ergebnisse wurden alle 
PPV-Isolate zur Anzüchtung mit einer m.o.i. von 0.5 bis 2.0 inokuliert, wobei die Beimpfung 
2 bis 4 Stunden nach Zellaussaat (1.0 x 105 Zellen/ml) erfolgte. Da die Zellen dann noch nicht 
vollständig an Boden hafteten, wurde auf einen Mediumwechsel und weiteres Waschen der 
Zellen verzichtet. Das Inokulum wurde 5 bis 6 Tage p.i. auf den Zellen belassen, bis ca. 90-
100% der Zellen lysiert waren. 
Tabelle 4 : Einfluß verschiedener Beimpfungzeitpunkte mit PPV-27a auf die Virusausbeute .  
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     (* = SPEV-Zellen hatten bereits nach 48 Stunden 100% cpE und wurden nicht weiter untersucht) 
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Abbildung 12: Vergleich von verschieden stark ausgeprägten cpE der SPEV Zellen 48 h nach 
Beimpfung mit PPV-27a, bedingt durch verschiedene m.o.i. von 0.5-2.0,  
a) Zellkontrolle SPEV-Zellen; b) Gruppe 5: Beimpfung 8 Stunden nach Aussaat der Zellen mit einer 
m.o.i. von 0.5, Abkugelung der Zellen; c) wie b) jedoch ein m.o.i. von 2.0; Lyse und Ablösen der 
Zellen; 
 
Es konnte gezeigt werden, dass kein Wachstum der PPV-Isolate NADL-2, Challenge (Engl.), 
IDT(MSV), 106b, 225b, 143a, 15a, 27a und 21a auf caninen Zellen (MDCK) stattfindet. Ein 
virusspezifischer cpE konnte nicht festgestellt werden. Auch im DIF konnte kein PPV-
Antigen dargestellt werden. 
 
4.1.3 Bestimmung der KID50 der PPV-Isolate 
 
Eine Übersicht über die Virusausbeute der PPV-Isolate wird in Tabelle 5 dargestellt. 
Tabelle 5: Vergleich der PPV-Titer in verschiedenen Zelllinien (cpE/ IFT) und HA-Titer 
Zellen PPV-Isolat PK15 SPEV STE 
Titer1)
 104.13 104.9 - cpE 
105.5 103.9 - IFT NADL-2 (Charge 4) - 640 - HA 
- 105.5 * cpE 
- 106.0 106.16 IFT 
143a 
(Charge 4) 
 - 2560 - HA 
- 104.5 - cpE 
- 104.1 - IFT 
27a 
(Charge 3) 
 - 1024 - HA 
-   105.25 - cpE 
- 105.5 - IFT 
IDT(MSV) 
(Charge 1) 
 - 2560 - HA 
- 104.5 - cpE 
-   104.75 - IFT 
Challenge 
(Engl.) 
 - 512 - HA 
1) Titer nach 6 Tagen: cytopathischer Effekt (cpE); Immunfluoreszenz (IFT) KID50/100µl;    




Die Virustiter wurden mit der KID50 (Kultur-infektiösen Dosis 50%) angegeben. Da die Titer 
durch Ablesen des cpE für die PPV-Isolate um einen Faktor von 100.3 bis 100.7 zu niedrig 
geschätzt wurden, erfolgte generell im Anschluß an die Virusisolierung in der Zellkultur eine 
Messung der DIF (Abbildung 14). Zusätzlich wurde der Zellkulturüberstand noch im HA-Test 
untersucht.  
Aufgrund der Normalverteilung der Residuen konnte mit ein lineares Regressionsmodell (y = 
ax+b) die Beziehung zwischen den –log10 KID50-Titer (y) von den PPV-Isolaten auf SPEV-
Zellen und dem –log2 HA-Titer (x) bestimmt werden (Tabelle 5). Wegen der geringen 
Mengen an Daten konnte keine Signifikanz (p<0.05) zwischen den beiden Meßsystemen (IFT 
und HA) nachgewiesen werden. Die Korrelation über eine linearen Regressionsanalyse 
zwischen –log10 KID50-Titer und den-log2 HA-Titer zeigt mit r =0,62, dass nur eine geringe 
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r = 0,62 
 
Abbildung 13: Regressionsanalyse der Messergebnisse (IFT, HA) dargestellt mit dem 






















Abbildung 14: PPV-Antigen in inokulierten SPEV-Zellen, direkte Immunfluoreszenz (DIF) mit 
FITC-PPV- Konjugat 
a) Nicht infizierte Zellkontrolle mit FITC-PPV-Konjugat (Vergrößerung 200x) 
b) Gleiche Probe (Zellkontrolle) in Durchlicht 
c) Mit PPV-27a infizierte Zellen, 6 Tage p.i. (Vergrößerung 600x) 





4.2.1 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE) 
 
Vor der Herstellung von Hyperimmunserum im Kaninchen wurde zunächst das durch 
Ultrazentrifugation in einem CsCl-Gradienten gereinigte PPV-Antigen durch SDS-PAGE auf 
seinen Reinheitsgrad untersucht.  
Insgesamt konnten 3 Banden aufgezeigt werden, welche den viralen Strukturproteinen (VP1, 
VP2, VP3) entsprechen (Abb.15). Vor allem jedoch ließen sich die Banden von VP2 mit 
einem Molekulargewicht von 64,3 kDa und VP3 (60 kDa) immer deutlich darstellen. Das 
Protein VP1 stellte sich dagegen vorwiegend als schwache Bande mit einem 
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4.3 Tierversuch (Kaninchen) 
4.3.1 Nachweis von Antikörpern im Hämagglutinationhemmungstest 
 
Die unten in der Tabelle 6 aufgeführten Antikörpertiter wurden mit Hilfe des HAHT ermittelt. 
Als Ausgangsmaterial lag das Serum in einer 1:4 Verdünnung vor, durch den Zusatz der 
Virusgebrauchsmischung im Test konnten daher niedrige HAH-Titer <8 nicht erfasst werden. 
Als Erythrozytensuspension wurde eine 0,5%ige Humanerythrozytensuspension der 
Blutgruppe 0 verwendet. Das Blut durfte hierfür nicht älter als 12 Tage sein, da sonst die 
Ergebnisse nicht reproduzierbar waren und eine fragliche Hämagglutination der Erythrozyten 
stattfand. 
 
Tabelle 6: Antikörpertiter im Hyperimmunserum der Kaninchen. (grau unterlegt = HAH-Titer zum 
Zeitpunkt der Tötung; 1) Tier 1; 2) Tier 2 [HAH-Titer /25µl]) 
HAH-Titer 
(reziproker Wert) 
(Wochen n. Immunisierung) 
             0               4 6 
PPV-Isolat 
T11) T22) T1 T2 T1 T2 
NADL-2 < 8 < 8 5210 8192 6400 8192 
143 a < 8 < 8 4096 1280 - 2048 
27 a < 8 < 8 5120 5120 8192 8192 
IDT (MSV) < 8 < 8 640 2560 640 2560 
Challenge  
( Engl.) < 8 < 8 1280 1280 640 640 
 
Bei den 10 zur Immunisierung vorgesehenen Kaninchen waren bis zum Versuchsbeginn keine 
Antikörper gegen PPV nachweisbar. Insgesamt wurden bei allen Tieren, außer Tier 1 der 
Gruppe PPV-143a, zwei Boosterapplikationen in Abständen von 2 Wochen durchgeführt 
(siehe Kapitel 3.2.6.1). Zwei Wochen nach der ersten Boosterapplikation wurden spezifische 
Antikörper in Höhe von 640 bis 8192 nachgewiesen. Tier 1, welches mit PPV-143a 
immunisiert wurde, wies bereits nach der initialen Applikation einen hohen Titer (4096) auf 
und wurde daher nicht geboostert. Zwei Wochen nach der zweiten Boosterapplikation stiegen 
die HAH-Titer für die Gruppen PPV-NADL-2, -143a und – 27a nochmals an (2048 bis 8192). 
Die Titer der Tiere aus den Gruppen PPV-IDT (MSV) und PPV–Challenge (Engl.) waren 
trotz der zweiten Boosterapplikation entweder auf einem niedrigen Titer geblieben oder waren 






Um den Grad einer Kreuzneutralisation zwischen den Isolaten zu bestimmen, wurden die 
Seren der PPV-immunisierten Kaninchen und die der PPV-infizierten Sauen im 
Neutralisationstest mit verschiedenen PPV-Isolaten als Testvirus untersucht. Nach der Formel 
von BEHRENS und KAERBER (MAYR et al. 1977) (siehe Kapitel 3.2.7) erfolgte die 
Berechnung des Neutralisationstiters (ND50). Die Resultate dieser Untersuchung für die 
Kaninchen Hyperimmunseren sind in der Tabelle 7 aufgelistet. Um eine vergleichbare 
Reaktion der Seren im Serumneutralinsationstest zu erzielen, wurden möglichst Seren 
verwendet mit ungefähr gleich hohen HAH-Titer.  
 
Tabelle 7: Vergleichende Darstellung des ND50 der Hyperimmunseren der Kaninchen gegen 
Homologe des PPV-Isolates, sowie gegen ausgewählte heterologe PPV-Isolate. In Klammern 
homologe Antikörpertiter im HAH-Test; T 1 = Kaninchen Tier 1; T 2 = Kaninchen Tier 2 
 






































2.59 100.69 103.29 103.29
 
Die Zellen zeigten 3 Tage nach der Infektion in den höheren Serumverdünnungstufen einen 
beginnenden cpE. Erst nach 5 Tagen konnte eine Ablesung der Platten für die niedrigeren 
Serumverdünnungstufen anhand des cpE erfolgen. Die Serumkontrollen zeigten keinen cpE. 
Durch anschließenden IFT konnten die genauen Titer bestätigt werden. Gegen PPV-27a als 
Testvirus zeigten alle nur gering neutralisierende Antikörpertiter. Das Serum, welches 




gegen die ausgewählten heterologen Testviren im Vergleich zu dem homologen Testvirus 
PPV-27. Das Antiserum IDT(MSV) zeigt gegen die heterologen PPV-Isolate, mit Ausnahme 
des homologen Testvirus PPV-IDT(MSV), begrenzte Neutralisationstiter. Die 
Virusgebrauchsverdünnung wurde bei jeden Test rücktitriert und erreichte generell einen Titer 
von 102KID/ 100µl. 
Zur Kontrolle der Reproduzierbarkeit der dargestellten Ergebnisse in Tabelle 7 wurden die 
Hyperimmunseren der weiteren immunisierten Kaninchen ebenfalls untersucht. Es wurden 
sowohl Seren mit hohen als auch mit niedrigen HAH-Titer miteinander verglichen. Die 
erzielten Neutralisationstiter jener Tiere weisen gegenüber dem Testvirus PPV-27a keinen 
Unterschied auf. Tabelle 8 enthält eine Zusammenstellung dieser Ergebnisse. 
 
 
Tabelle 8: Vergleichende Darstellung des Neutralisationstiter (ND50) der Hyperimmunseren der 





PPV-Isolat Kaninchen- Nr. HAH-Titer 
PPV-27a 
 (100 KID50) 
NADL-2 T 2 8192 100.5
143a T 2 1280 100.5
27a T 2 5120  101.39
IDT(MSV) T 1 640 100.5







4.4   Tierversuch (Schweine) 
4.4.1   Sauen  
4.4.1.1 Klinik und Serologie 
 
Aufgrund der Umstallung von Dessau-Tornau nach Leipzig zeigten die Tiere in der ersten 
Woche der Einstallung eine reduzierte Futteraufnahme. Dieses Verhalten normalisierte sich 
bis zum Zeitpunkt der Infektion. Im gesamten Versuchsablauf zeigten die Tiere ein 
unauffälliges Allgemeinbefinden und wiesen keine klinischen Anzeichen einer Erkrankung 
auf. Die Rektaltemperaturen blieben im Normalbereich. Die Gesamt-Leukozytenzahl blieb für 
alle Infektionsgruppen bis zum 42. Tag p.i. im Referenzbereich (10- 22 G/L) (Abbildung 16).  
 
Aufgrund der Kontaminationsgefahr bei den Schweinen verschiedener Gruppen erfolgte die 
Sectio caesarea bei den Tieren der einzelnen Infektionsgruppen zeitlich getrennt. Die letzte 
Blutentnahme erfolgte daher bei zwei Infektionsgruppen am 50. Tag p.i., und bei den anderen 
beiden Infektionsgruppen am 52. Tag. Die Blutentnahmen erfolgten in Anschluß an die Sectio 
caesarea. Der Blutverlust während des Eingriffes könnte eine mögliche Erklärung für die 
Leukopenie sein, welche am letzten Versuchstag in allen Gruppen nachgewiesen wurde 
(Mittelwerte von 8.9- 9.75 G/L). Diese ähnliches Bild ergab sich für die Erythrozytenzahl, 
welche ebenfalls nach dem Eingriff abfielen (Abbildung 17).  
 
Die relativen Werte der Lymphozyten (norm: 49-85%) fallen bis zum 5. bzw. 8.Tag bei allen 
Infektionsgruppen auf Mittelwerte von 29 bis 42% ab, was auf eine transiente 
Lymphozytopenie hinweist (Abbildung 18). Dies könnte die Folge der PPV-Infektion sein. 
Dieses Phänomen ist bei dem virulenten PPV-27a mit einem Lymphozytenwert von 29% 
besonders stark ausgeprägt.  
 
Die relativen Werte der Monozyten (Norm: 0-5 %) waren im Verlauf des Infektionsversuches 
teilweise erhöht. Dies könnte durch die akute Stresssituation verursacht sein, welcher die 
Tiere bei der Blutentnahme ausgesetzt waren (Abbildung 19). 
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Abbildung 16: Mittelwerte (?) der Leukozytenzahl (G/L) nach Infektion, gemessen von 0. bis 50. 









         Tage post infectionem



















Abbildung 17:Vergleichende Darstellung der Mittelwerte (?) der Erythrozytenzahl (T/L) der 
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Abbildung 18: Verlauf der Mittelwerte (?) der Lymphozyten (%) der Infektionsgruppen, gemessen 
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Abbildung 19: Verlauf der Mittelwerte (?) der Monozyten (%) der Infektionsgruppen, gemessen von 




4.4.1.2 Nachweis von Antikörpern im HAH-Test 
 
Der Verlauf der Antikörper-Titer wurde mit dem HAH-Test verfolgt. Nach Infektion konnten 
folgende Ergebnisse für die einzelnen Sauen in den verschiedenen Infektionsgruppen ermittelt 
werden (Tabelle 9): 
 
Tabelle 9: Individueller Verlauf der PPV-HAH-Antikörper nach Infektion der einzelnen Sauen mit 
den PPV-Isolaten PPV-27a, PPV-IDT(MSV), PPV-143a und PPV-NADL-2.  
 
 HAH-Titer nach Infektion 
PPV-Isolat PPV-27a PPV-IDT(MSV) 
Sau-Nr. 201 209 211 206 207 208 
Tage p.i.       
0 < 8 < 8 < 8 < 8 < 8 < 8 
2 < 8 < 8 < 8 < 8 < 8 < 8 
4 32 16 16 32 16 16 
6 320 160 800 128 160 80 
8 6400 6400 6400 80 160 160 
10 12800 12800 10240 160 640 1280 
14 12800 12800 10240 320 640 1280 
17 10240 12800 12800 160 512 800 
21 10240 12800 12800 160 512 800 
28 6400 8192 10240 160 160 800 
35 4096 6400 8192 80 80 800 
42 2560 2560 5120 80 80 320 
49 2048 1600 4096 64 64 160 
  
PPV-Isolat PPV-143a PPV-NADL-2 
Sau- Nr. 404 406 408 401 402 410 
Tage p.i.       
0 < 8 < 8 < 8 < 8 < 8 < 8 
2 < 8 < 8 < 8 < 8 < 8 < 8 
4 16 8 8 16 8 8 
6 160 80 80 320 320 32 
8 4096 1600 2048 12800 6400 320 
10 8192 4096 6400 20480 6400 3200 
14 8192 8192 6400 20480 8192 3200 
17 8192 8192 6400 12800 6400 3200 
21 8192 8192 4096 8192 4096 2048 
28 6400 6400 2048 8192 2048 1600 
35 4096 5120 1600 8192 1280 1024 
42 3200 4096 1600 3200 1280 1024 





Aufgrund der Vorverdünnung der zu untersuchenden Seren konnten nur HAH-Titer > 8 
erfasst werden. Zum Zeitpunkt der Infektion waren die Tiere seronegativ.  
Spezifische Antikörper konnten generell ab dem 4. Tag p.i. detektiert werden mit 
Mittelwerten von 10,7 bis 21,3. Die Plateauphase der Antikörpertiter beginnt bei allen 
Infektionsgruppen ab den 10. Tag und hält unterschiedlich lange vor. Für die 
Infektionsgruppe PPV-27a wurden die höchsten HAH-Titer mit Mittelwerten von 11965 und 
für die Infektionsgruppe PPV-143a mit Mittelwerten von 7595 zwischen den 10. und 21. Tag 
post infectionem detektiert. Für die Infektionsgruppen PPV-IDT(MSV) und PPV-NADL-2 
(HAH-Titer 10026) liegt diese Plateauphase zwischen dem 10. und 14. Tag p.i., wobei die 
Immunantwort der Infektionsgruppe PPV-IDT(MSV) mit einem Mittelwert von 693 reduziert 
ist. Zum Zeitpunkt der Sectio caesarea lagen die Mittelwerte der HAH-Titer für die 
Infektionsgruppen PPV-27a, PPV-143a und PPV-NADL-2 zwischen 1760 und 2581. Bei der 
Gruppe PPV-IDT(MSV) war der Titer bereits auf 96 gesunken. 
 
Zur statischen Auswertung wurde der Mann-Whitney-U-Test zur Prüfung der Signifikanz der 
unterschiedlichen Messwerte bei den Infektionsgruppen verwendet. Bei der Infektionsgruppe 
PPV-IDT(MSV) ist der Verlauf der HAH-Titer ab dem 8. Tag p.i. bis zum Ende des Versuchs 














 4.4.1.3 Serumneutralisationstest 
 
Der Serumneutralisationstest mit den Kaninchen-Hyperimmunseren wurde bereits 
beschrieben (siehe Kapitel 4.3.2). 
Mit dem Seren der Jungsauen wurde der Test unter Beibehaltung des Prozedere der 
Serumvorbehandlung sowie in der Ausführung des SNT nochmals durchgeführt. Folgende 
Resultate wurden erzielt:  
 
 
Tabelle 10: Vergleichende Darstellung des ND50 der Seren der Jungsauen gegen Homologe des PPV-
Isolates sowie gegen ausgewählte heterologe PPV-Isolate. In Klammern homologe Antikörpertiter im 
HAH-Test.  
 


























102.59 101.19 100.5 102.29 101.89
Challenge* 
  (Engl.) 
(8192) 
102.64 102.29 101.19 102.99 102.79
    * von Impfstoffwerk Dessau-Tornau zur Verfügung gestellt 
 
 
Die erzielten Ergebnisse weisen große Ähnlichkeiten zu den bereits mit den Kaninchenseren 
erzielten Ergebnissen auf. Mit PPV-27a als Testvirus wurde in den Seren nur geringe AK-
Titer (100.5-101.19) gemessen. Das Serum, welches homolog gegen das Testvirus PPV-27a 
gebildet wurde, zeigt relativ hohe Neutralisationstiter gegen die ausgewählten heterologen 
Testviren und gegen PPV-27a. Wie bereits für das Hyperimmunserum Challenge (Engl.) von 




heterologen PPV-Isolaten hohe Neutralisationstiter. Indes sind die Neuralisationstiter für das 
Antiserum Challenge (Engl.) und dem homologen Serum, gegen das Testvirus PPV-27a 
gleich hoch (101.19). Das Serum-IDT(MSV) zeigte generell geringere Neutralisationtiter im 
Vergleich zu anderen Seren.  
Die Virusgebrauchsverdünnung wurde bei jeden Test rücktitriert und erreichte generell einen 
Titer von 102KID/ 100µl. Zur Kontrolle der Reproduzierbarkeit der bisher erlangten 
Ergebnisse wurden die Seren von allen Jungsauen der Infektionsgruppen in den SNT mit 
PPV-27a als Testvirus mit einbezogen. Um einen eventuell vorhandenen Einfluß zwischen 
der Höhe der Neutralisationstiter (ND50) und der Höhe der HAH-Antikörpertiter der 
eingesetzten Seren auszuschliessen, wurden Seren mit unterschiedlich hoher 
Antikörperkonzentration (2560 bis 6400) im Test untersucht. Tabelle 11 enthält eine 
Zusammenstellung der Ergebnisse. 
 
























Beim Einsatz von homologen Seren mit unterschiedlich hohen HAH-Titern wurde festgestellt, 
dass die Neutralisationstiter der gesamten Infektionsgruppe PPV-27a etwa gleich hoch waren 
(100.69-101.19). Ebenso ließ sich kein Unterschied bei der Höhe der Neutralisationstiter der 
heterologen Seren der einzelnen Tiere innerhalb den Infektionsgruppen PPV-143a und PPV-





4.4.2.1  Angaben zu den Würfen  
 
Tabelle 12 zeigt die Zusammenstellung der Ergebnisse. In der Infektionsgruppe 1 (PPV-143a) 
sowie der Gruppe 4 (PPV-NADL-2) wurden mit 92 bis 94% die meisten lebensfähige Feten 
ermittelt. Nur ein geringer Prozentsatz in diesen Infektionsgruppen (5-7%) lag in 
mumifizierter Form vor. Die mumifizierten Feten traten vereinzelt im Wurf auf.  
Die Infektionsgruppe 3 (PPV-IDT [MSV]) hatte mit 48 Feten die größten Würfe. In dieser 
Gruppe 3 waren insgesamt 82 % lebensfähige und 18% abgestorbene Feten. Dieser letzte 
Prozentsatz setzt sich aus den mumifizierten sowie aus 2 Feten (208-L3, 208-R5) 
(Abbildung 21) zusammen, welche Veränderungen im Sinne von serös-blutigen Transsudat-
Ansammlungen in sämtlichen Körperhöhlen und subkutane hämorrhagische Ödeme 
aufwiesen. Diese pathologischen Veränderungen in den Feten wurden nur für die 
Infektionsgruppe 3 festgestellt. Die höchste Mumifikationsrate mit 85% konnte in den Würfen 
der Infektionsgruppe 2 (PPV-27a) verzeichnet werden. Diese mumifizierten Feten lagen 
generell in Gruppenverband vor (siehe auch Abbildung 21). 
Tabelle 12: Vergleichende und prozentuale Darstellung der Fetenanzahl; (†) tote Feten, welche nicht 
mumifiziert waren;  
PPV-Isolat Sauen-Nr. Anzahl der Feten 
 ∑ n         Lebend         Mumifiziert         Tot (†) 
404 7 6 1 - 
406 15 15 - - Gruppe 1 143a 
408 14 13 1 - 
insgesamt  36 34 2 0 
       %   94,4 5,5  
201 10 2 8 - 
209 18 3 15 - Gruppe 2 27a 
211 5 - 5 - 
insgesamt  33 5 28 0 
       %   15,1 84,4  
206 11 11 - - 
207 19 14 5 - Gruppe 3 IDT(MSV) 
208 18 14 2 2 
insgesamt  48 39 7 2 
       %   81,3 14,5 4,1 
401 12 11 1 - 
402 10 9 1 - Gruppe 4 NADL-2 
410 18 17 1 - 
insgesamt  40 37 3 0 
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Abbildung 20: Gesamtwürfe von PPV-infizierten Jungsauen, welche am 40. Trächtigkeitstag mit 
verschieden PPV-Isolaten (Infektionsgruppen 1 bis 4) experimentell infiziert wurden. Darstellung der 
Feten am 90. Trächtigkeitstag nach Sectio caesarea. In (A), (C) und (D) vereinzelt auftretende 
mumifizierte Feten. 
(A) Gesamtwurf der Sau-Nr. 408, welche mit PPV-143a (Gruppe 1) infiziert wurde; (B) Gesamtwurf 
der Sau-Nr. 209, welche mit PPV-27a (Gruppe 2) infiziert wurde, größtenteils mumifiziert; (C) 
Gesamtwurf der Sau-Nr. 208, welche mit PPV-IDT (MSV) (Gruppe 3) infiziert wurde, die Feten 208-
L3 und 208-R5 weisen subkutane hämorrhagische Ödeme auf; (D) Gesamtwurf der Sau-Nr. 410, 




Die Ergebnisse von Tabelle 11 und Abbildung 20 werden in Abbildung 21 nochmals unter 


















27a ID T N A D L -2
P P V -Iso late  
Abbildung 21.: Mortalitätsrate der Feten der vier Infektionsgruppen der Schweine 
 
 
Die Gewichte sowie die Scheitel-Steiß-Längen (SSL) wurden von allen Feten erfasst 
(Tabelle 13). Insgesamt konnten für die lebenden Feten hinsichtlich des Größen- sowie 
Längenwachstums keine Differenzen zwischen den unterschiedlichen Infektionsgruppen 
verzeichnet werden.  
 
Tabelle 13: Mittelwerte der fetalen Gewichte und Scheitel-Steiß-Längen der lebenden sowie der 
mumifizierten Feten;  
lebende Feten       ???? mumifizierte Feten 
PPV-Isolat Sauen  ∑ n 
Feten 
∑ntotal ∑n Gewicht (g) (??)? 
SSL (cm) 
(??) 
∑n Gewicht (g) 
(??)? 
SSL (cm)   
(??) 
143a 3 36 34 690 23,4 2 60 7,5 
27a 3 33 5 590 21,4 28 99 10,3 
IDT(MSV) 3 48 41* 635 21,2 7 60 7,3 
NADL-2 3 40 37 600 22,3 3 57 6,0 





Dagegen konnte für die mumifizierten Feten der Gruppe 2 (PPV-27a) ein Unterschied in 
Gewicht- und Längenwachstum zu den Mumien der anderen Infektionsgruppen festgestellt 
werden. Letztere waren kleinwüchsig und traten vereinzelt auf, während die mumifizierten 
Feten der Gruppe 2 (PPV-27a) stark unterschiedliche Größenverhältnisse aufwiesen 
(Abbildung 21[B]). Dieses Indiz sowie die in Gruppenverband vorliegenden mumifizierten 
Feten der Infektionsgruppe 2 (PPV-27a) könnte im kausalen Zusammenhang mit einer PPV-
Infektion stehen. Ein solcher Rückschluß ist jedoch für die anderen mumifizierten Feten bzw. 
Gruppen eher unwahrscheinlich. 
Um den Todeszeitpunkt der Feten zu ermitteln, der auf ein ursächlich PPV-bedingtes 
Absterben schließen lässt, wurde eine nach HABERMEHL (1975) standardisierte Tabelle 
verwendet. In dieser sind in Abhängigkeit der intrauterinen Entwicklungsphase die 
physiologische Gewichtszunahme und das Längenwachstum von Schweinen angegeben 
(BUSCH u. SCHULZ 1993). Da die mumifizierten Feten hochgradig dehydriert und 
infolgedessen unterschiedlich stark geschrumpft waren, konnten keine zuverlässigen 
Aussagen hinsichtlich Gewicht und Länge und damit eines PPV-bedingten Todeszeitpunktes 
der Feten gemacht werden. Daher wurden diese Daten nicht weiter verwertet.  
 
 
Um Aussagen hinsichtlich der Beteiligung von PPV an der Mumifikation sowie eventuell am 
Absterben der beiden pathologisch veränderten abgestorbenen Feten machen zu können, 
wurden Untersuchungen mit weiteren Nachweismethoden zum indirekten und direkten 




4.4.2.2  Nachweis von PPV-Antikörpern in den Feten 
 
Direkt nach der Sectio caesarea wurde von allen Feten das Nabelvenenblut entnommen. Die 
Serumvorbehandlung wurde wie bei den Seren der Jungsauen (Kapitel 3.2.8.3.1) 
durchgeführt. Infolgedessen konnte durch die Vorverdünnung positive HAH-Titer ab 8 
ermittelt werden. (Abbildung 22). Generell konnten in fast allen Feten aus allen 










Abbildung 22: Darstellung des Hämagglutinationshemmungstests mit dem Einsatz von Serum des 
Fetus 208-L8 (HAH-Titer 160); Darstellung der mitgeführten Kontrollen; Serumkontrolle (SK); der 
Erythrozyten-Pufferkontrolle (EK); Positivkontrolle (PK); Viruskontrolle: Virusrücktitration (VRT) 
der Virusgebrauchslösung von 8 hämagglutinierenden Einheiten (HAE);  
 
Aus dem Ergebnis der Tab. 14 und der Abb. 23 ist zu entnehmen, dass nur für die lebenden 
Feten der Infektionsgruppen 2 (PPV-27a) und 3 (PPV-IDT [MSV]) spezifische Antikörper 















404 6 3 
406 15 14 143a 
408 13 13 
201 2 2 
209 3 3 27a 
211 - - 
206 11 11 
207 14 14 IDT(MSV) 
208 15* 15 
401 11 10 
402 9 5 NADL-2 
410 17 17 
       (*) Nabelvenenblut von Fetus 208 R-5 mit pathologischen Veränderungen 




Der abgestorbene Fetus 208-R-5 mit den pathologischen Veränderungen wies einen HAH-
Titer von 320 auf. Von dem zweiten Fetus (208-L-3), welcher ebenfalls abgestorben war, 
konnte kein Blut gewonnen werden. Für die Feten der Infektionsgruppe 4 (PPV-NADL-2) 
und der Gruppe 1 (PPV-143a) konnten von 86% bis zu 88% positive Befunde ermittelt 
werden. 
Die positiven Feten der Infektionsgruppe 4 (PPV-NADL-2) hatten mehrheitlich niedrige 
HAH-Titer von 64 bis 80 und nur einzelne Feten hatten höhere HAH-Titer (160 bis 320). 
Interessanterweise lagen diese Feten meist nebeneinander. Trotz benachbarter Mumien gelang 
für einige der benachbarten Feten kein Antikörpernachweis. Dies lässt den Rückschluss zu, 
dass die mumifizierten Tiere weniger wahrscheinlich durch PPV-Infektion starben.  
Die Feten der Infektionsgruppe 1 (PPV-143a) wiesen zum Vergleich mit der Gruppe 4 (PPV-
NADL-2) ähnlich niedrige Titer (64 bis 80) auf. Aber auch hier traten Feten mit höherem 




























4.4.2.3  Virus- und Antigennachweis in fetalen Organen  
4.4.2.3.1 Hämagglutinationstest und Virusisolierung 
 
Der Antigennachweis wurde durch Organanreibungen von Lunge und Nieren der lebenden 
sowie der mumifizierten Feten (Kapitel 3.2.8.5) erzielt. Im HA-Test konnten positive HA-
Titer ab 2 ermittelt werden. Die Untersuchungsergebnisse sind für die Infektionsgruppe 2 
(PPV-27a) in Tabelle 15 zusammengefasst.  
 
 
Tabelle 15: Virus- oder Antigennachweis in Lunge und Niere der Feten der Gruppe 2 (PPV-27a); 
IFT = in Zellkultur; HA = direkt in Gewebe; (L) = linkes Uterushorn; (R) = rechtes Uterushorn; (L) = 
lebend; (M) = mumifiziert; hellgrau unterlegt = HAH < 2, IFT positiv; dunkelgrau unterlegt = HAH 
< 2; IFT negativ. 
 
Direkter Virus-Nachweis 
PPV-Isolat Sau Nr Feten 
Untersuchte 
Organe cpE IFT HA-Titer 
(reziproker Wert) 
Lunge + + < 2 L-2 (M) 
Niere + + < 2 
Lunge + + 800 L-3 (M) Niere + + 1600 
Lunge - - < 2 R-1 (L) Niere - - < 2 
Lunge - - < 2 
201 
R-2 (L) Niere - - < 2 
Lunge + + 1600 L-9 (M) 
Niere + + 1600 
Lunge + + 4 R-1 (M) Niere + + 8 
Lunge + + < 2 R-7 (L) Niere + + < 2 
Lunge + + < 2 
209 
R-8 (L) Niere + + 800 
Lunge + + 2560 L-1 (M) 
Niere + + 1600 
Lunge + + 800 R-1 (M) Niere + + 400 
Lunge + + 800 R-2 (M) Niere + + 400 
Lunge + + 400 
27a 
211 






Nur für die untersuchten Feten der Gruppe 2 (PPV-27a) konnte ein positiver Antigennachweis 
erzielt werden. Für alle anderen Feten der verschiedenen Infektionsgruppen konnte neben 
einen zum Teil positiven indirekten Nachweis (HAH-Antikörper) weder in der 
Virusisolierung in Zellkultur noch mit HA-Test Antigen nachgewiesen werden.  
Der positive Antigennachweis durch HA (4 bis 3200) zeigt für die Feten der Infektionsgruppe 
2 (PPV-27a), dass keine bevorzugte Affinität hinsichtlich der Vermehrung der Viren in den 
untersuchten Organen (Lunge, Niere) vorlag. Bei Untersuchung der gleichen Gewebe durch 
WILHELM et al. (2005) mittels Polymerasekettenreaktion (PCR) konnte jedoch eine Affinität 
zu Niere ermittelt werden.  
Desweiteren konnte sowohl bei lebende als auch bei mumifizierte Feten Antigen 
nachgewiesen werden. Für einige Feten (201-R-1/-R-2 [L]) konnte mittels allen drei 
Nachweismethoden (cpE, IFT und HAT) kein PPV-Antigen detektiert werden. Bei den Feten 
209-R-7/-R-8 konnte nur nach Virusisolierung in Zellkultur Antigen nachgewiesen werden. 
Alle positive Virussuspensionen verursachten bereits nach einmaliger Passage nach 4 bis 5 
Tagen p.i. 75-100% cpE.  
Bei den zwei Feten (208-L-3;-R-5) der Infektionsgruppe 3 (PPV-IDT [MSV]) welche serös-
blutige Transsudat-Ansammlungen in sämtlichen Körperhöhlen und subkutane 
hämorrhagische Ödeme aufwiesen, konnten zwar spezifische Antikörper nachgewiesen 
werden, jedoch wurde kein positiver Antigennachweis ermittelt. Um bakterielle Erreger 
ausschließen zu können, wurde mit den Organen eine bakterielle sowie von dem anliegendem 
Uterusgewebe eine histopathologische Untersuchung durchgeführt. Es konnten damit weder 
aus den Feten noch aus dem Uterus der Jungsau (Nr. 208) Befunde hinsichtlich einer 







4.4.2.4 Zusammenfassende Darstellung der Ergebnisse 
 
Zusammenfassend konnten bei den Feten aller Infektionsgruppen PPV-Antikörper 
nachgewiesen werden. Somit fand in allen Infektionsgruppen eine transplazentare 
Übertragung statt. Ein Antigennachweis konnte mittels Hämagglutination sowie 
Immunfluoreszenz lediglich für die Feten der Infektionsgruppe 2 (PPV-27a) erbracht werden. 
Tabelle 16 enthält eine Übersicht dieser zusammengefassten Ergebnisse. 
 
 
Tabelle 16: Antikörper- und Antigen- und Virusnachweis in den Feten der 4 Infektionsgruppen. Grau 
unterlegt: positive Befunde 
PPV-Isolat 
Indirekte u. direkte Nachweismethoden 
143a 27a IDT(MSV) NADL-2 
Antikörpernachweis HAH + + + + 
Antigennachweis im 
Gewebe HAT - + - - 
IFT - + - - Virus isoliert in 




5   Diskussion 
 
Durch phylogenetische Vergleiche ist die Möglichkeit gegeben, auf Basis des Kapsidproteins 
VP1 verschiedene Gruppen (sog. „cluster“) von porzinen Parvoviren zusammenzufassen 
(siehe Kapitel 2.10.) Um mögliche neue antigene Varianten für PPV zu erkennen, wurden in 
einer Untersuchung durch ZIMMERMANN (2003) und ZIMMERMANN et al. (2005) 
einzelne Isolate auf Aminosäureebene verglichen. Nach dieser Untersuchung lassen sich vier 
cluster unterscheiden. Es wurden hierfür verschiedene aktuelle PPV-Isolate sequenziert.  
In älteren Publikationen (TIJSSEN et al. 1995; BERGERON et al. 1996) wurden Feldisolate 
in NADL-2 und Kresse-ähnliche (avirulent bzw. virulent) eingeteilt. In der Studie von 
ZIMMERMANN (2003) und ZIMMERMANN et al. (2005) wurde gezeigt, dass alleinig das 
PPV-Challenge (Engl.) als Kresse-ähnlich eingeteilt werden konnte. Die anderen PPV-Isolate 
(143a, IDT [MSV]), 106b, 225b, 15a, 27a und 21a) zeigten hingegen phylogenetisch 
geringere Ähnlichkeiten mit NADL-2 und Kresse auf.  
Daher wurde vermutet, dass es sich bei den aktuellen PPV-Isolaten um neue antigene 
Varianten gegenüber NADL-2 und Kresse handeln könnte. Interessanterweise stellte sich der 
Impfstamm Porciparvac® basierend auf der Grundlage von attenuierten PPV-IDT(MSV) des 
Impfstoffwerk-Dessau-Tornau phylogenetisch als nah verwandt mit den aktuellen PPV-
Isolaten dar, im Gegensatz zu PPV-NADL-2, dass als Ausgangsmaterial zur Herstellung von 
inaktivierter Vakzine verschiedener Firmen eingesetzt wird. Da die Impfstoffe schon vor ca. 
30 Jahren entwickelt wurden, stellt sich die Frage, ob diese gegen eventuell neue antigene 
Varianten noch ausreichend wirksam sind.  
Da die Studien über PPV-NADL-2 veraltet sind, sollte in Rahmen dieser Untersuchung über 
einen in vivo Infektionsversuch an trächtigen Jungsauen untersucht werden, ob die 
Vakzinestämme (PPV-NADL-2 und PPV-IDT [MSV]), die nur in inaktivierter Form 
zugelassen sind, eine Restvirulenz besitzen. Gleichzeitig sollten die aktuellen PPV-Isolate auf 
ihre Virulenz untersucht werden. Um zu prüfen, ob zwischen den aktuellen Isolaten und den 
Vakzinestämmen eine Kreuzneutralisation nachweisbar ist, wurde in vitro im SNT die 
Neutralisationsfähigkeit der polyklonalen spezifischen Antikörper (Hyperimmunseren von 
Kaninchen sowie Antiseren von Schweinen nach Infektion) von den beiden Impfstämmen wie 
auch von einzelnen aktuellen PPV-Isolaten (PPV-143a, PPV-27a, PPV-Challenge [Engl.]) 
untersucht. Die erzielten Ergebnissen sollten Aussagen über eine mögliche Änderung der 
Kapsidstruktur des Virus sowie Rückschlüsse über die eventuelle Notwendigkeit der 






Im Rahmen dieser Arbeit wurde versucht, die PPV-Isolate 15a und 21a zu kultivieren, jedoch 
ohne Erfolg. Aus der Literatur ist bekannt, dass sich die Anzüchtung von PPV auf 
Zellkulturen schwierig gestaltet (FORMAN et al. 1977; CHOI et al. 1987b). Neben der 
Tendenz, defekte Partikel zu bilden, welche nicht infektiös sind, kommt hinzu, dass für 
manche Isolate eine hohe Passagezahl benötigt wird, um das Virus zu isolieren. Dies zeigt 
eine Studie von CHOI et al. (1989), wobei PPV-NADL-2 bis zu achtmal passagiert werden 
musste, um es aus dem Gewebe zu isolieren. In unserer Untersuchung wurden die zwei Isolate 
(15a, 21a) nur zweimal passagiert und dies lediglich auf SPEV-Zellen versucht. Zudem 
konnte in einer Studie für PPV-Kresse nachgewiesen werden, dass es bei 39°C besser 
repliziert als bei 37°C. Diese Temperaturrestriktion konnte bisher nur für den Stamm Kresse 
auf Zellkultur gezeigt werden (CHOI et al. 1989). Es bleibt zu klären, ob unter Einbehaltung 
der genannten Einflussfaktoren diese zwei Isolate nach mehrfacher Passage und unter 
Einbeziehung anderer Zelllinien mit verschiedenen Temperatureinstellungen (36°C, 37°C, 
39°C) eine Anzucht möglich ist. Hierzu sind weiterführende Studien erforderlich. 
 
5.2  Klinik und Serologie der infizierten Jungsauen 
 
Die Sauen der verschiedenen Infektionsgruppen wiesen keine Klinik auf. So konnte eine 
Panleukopenie, wie sie in anderen Studien gezeigt wurde (JOHNSON u. COLLINGS 1971; 
JOO et al. 1976c), bei keinem der Tiere dokumentiert werden. Aufgrund der kurzzeitigen 
Lymphozytopenie aller Probanden, die bis zum 5. bzw. 8. Tag nach Infektion zu verzeichnen 
war, konnte von einer stattgefundenen PPV-infektion ausgegangen werden, da eine virale 
Infektion stets eine starke Hemmung der Lymphozyten zur Folge hat (HARDING u. 
MOLITOR 1988). Besonders ausgeprägt war die Lymphozytopenie bei der Infektionsgruppe 
2 (PPV-27a).  
Bereits in einer Studie von HARDING et al. (1988) wurde untersucht, ob eine Korrelation 
zwischen der Replikation der Viren in den Lymphozyten und der differenzierten Pathogenität 
der Isolate (NADL-2, NADL-8, Kresse) besteht. Dies konnte man in vitro nicht nachweisen. 
Sowohl avirulente als auch virulente Stämme lösten eine gleiche Hemmung der Proliferation 






5.3  Mortalität der Feten 
 
Zwischen den Infektionsgruppen gab es deutliche Unterschiede in der Mortalitätsrate 
(Abbildung 21, S.61). So führte eine Infektion mit PPV-143a und PPV-NADL-2 lediglich bei 
5 bis 7% der Feten zum Absterben. Dagegen löste PPV-IDT(MSV) eine Mortalität von 18% 
der Feten aus. Es ist bekannt, dass bei ausgeprägt großen Würfen (>10 Ferkel) ein Absterben 
von einigen Feten aufgrund mangelnder Plazenta-Anheftungsflächen physiologisch auftritt 
(PLONAIT 1997). Da die Fetenanzahl der 3 Jungsauen in dieser Gruppe (PPV-IDT [MSV]) 
sehr hoch war (∑n = 48 Feten), ist dies als mögliche Ursache der erhöhten Mortalität zu 
diskutieren. Somit würde es sich bei den mumifizierten Feten um Zufallsbefunde handeln. 
Die mit Abstand höchste Mortalität wurde mit 85% in der Infektionsgruppe 2 (PPV-27a) 
ermittelt. Beurteilt man die mumifizierten Feten der Infektionsgruppen 1 (PPV-143a), 3 
(PPV-IDT [MSV]) und 4 (PPV-NADL-2), so ist nach der SSL zu vermuten, dass der 
Absterbezeitpunkt der Feten bereits vor der Infektion mit PPV lag und diese somit nicht 
aufgrund einer PPV-Infektion verendet sind (BUSCH u. SCHULZ 1993). Im Gegensatz dazu 
würde sich das Absterben der Feten der Infektionsgruppe 2 (PPV-27a) in der Zeitspanne der 
transplazentaren Infektion vollzogen haben. Bei der Begutachtung der SSL und des 
Körpergewichts der lebenden Feten zeigten diese keine Abweichung im Rahmen einer 
physiologischen intrauterinen Entwicklung auf. Bei den toten Feten indes konnte eine große 
Varianz der Größenverhältnisse der mumifizierten Feten der Infektionsgruppe 2 (PPV-27a) 
festgestellt werden. Desweiteren waren sie im Durchschnitt größer als die mumifizierten 
Feten der anderen Infektionsgruppen, sind also später abgestorben.  
Da die SSL nur einen indirekten Zusammenhang zu einer PPV-Infektion darstellt und die 
Daten aufgrund individueller Schrumpfung der Tiere nicht verlässlich sind, konnten keine 
definitiven Aussagen hinsichtlich eines tatsächlich PPV-induziertem Todes gemacht werden. 
Basierend auf der Tatsache, dass das Virus sich intrauterin im Uterus ausbreitet und dadurch 
die Feten auf seinem langsamen Infektionsweg in unterschiedliche Entwicklungstadien 
infiziert, könnte dies der Grund der differierenden Größenverhältnisse sein (REDMAN et al. 
1974; BACHMANN et al. 1975; MENGELING u. PAUL 1981). Zudem traten die 
mumifizierten Feten der Gruppe 2 (PPV-27a) in Gruppenverband auf. Somit ist hier als 
Ursache die stattgefundene PPV-infektion unbedingt in Zusammenhang mit den 
mumifizierten Feten zu diskutieren. Dieses Erscheinungsbild lag für die mumifizierten Feten 
der anderen Infektionsgruppen (PPV-143a, PPV-IDT [MSV]), PPV-NADL-2) nicht vor und 





5.4  Nachweis von Antikörpern (Kaninchen und Schweine) 
5.4.1 Kaninchen und Sauen 
 
Vom Paul-Ehrlich-Institut in Langen, der zentralen Prüf- und Zulassungsstelle für Impfstoffe, 
wurde ein negativer HAH-Grenztiter von ≤ 16-32 festgesetzt (persönliche Mitteilung, Dr. 
Duchow, 19.09.2005). Somit sind Seren ab diesen Titer als positiv einzustufen. Diese 
Festlegung ist jedoch wegen der verschiedenen Methoden der Serumvorbehandlungen und der 
individuellen Ausführung des HAH-Tests (Erythrozyten verschiedener Spezies) nicht zu 
generalisieren. Folglich variieren die Ergebnisse zwischen den einzelnen Laboratorien 
erheblich. Diese Vermutung konnte durch vergleichende Untersuchung anhand des Challenge 
(Engl.)-Antiserums in unserem Labor bestätigt werden. So wurde bei unseren Arbeiten 
(modifiziert nach JOO et al. 1976a, mit 0,5%iger Humanerythrozytensuspension) für diese 
Probe ein HAH-Titer von 8192 ermittelt. Indes wurde für die gleiche Serum-Charge durch das 
Impfstoffwerk Dessau-Tornau ein HAH-Titer von 20900 bestimmt (eventuell bedingt durch 
den Einsatz einer höher prozentigen Meerschweinchenerythrozytensuspension). 
Ein negativer HAH-Titer wurde mit < 8 als Grenztiter in Rahmen unserer Untersuchungen 
festgelegt. Um falsch positive Ergebnisse durch unspezifische Agglutinine bzw. Inhibitoren 
zu verhindern, wurden die Seren sowohl hitzeinaktiviert als auch mit Kaolin vorbehandelt. 
Bei fehlender Kaolinbehandlung kann es zu höheren HAH-Titern kommen, da die 
hitzestabilen Inhibitoren nicht entfernt werden (INOUYE u. KONO 1972). 
 
Sowohl bei den Kaninchen als auch bei den Jungsauen konnte eine Immunantwort ausgelöst 
werden. Allerdings wiesen die Daten der Serumuntersuchung von den Kaninchen individuelle 
Schwankungen auf. Die Ursache ist unbekannt. 
 
Bei allen zwölf infizierten Jungsauen war es im Rahmen der Studie möglich, den 
Antikörpertiterverlauf gegen das porzine Parvovirus bis 6 Wochen nach Infektion zu 
untersuchen. Nach experimenteller Infektion der Jungsauen konnten generell in allen 
Infektionsgruppen (1 bis 4) spezifische Antikörper bereits ab dem 4. Tag p.i. detektiert 
werden. Diese Zeitspanne der Serokonversion war deutlich kürzer als in der Literatur 
beschrieben (JOO et al. 1976c). Der Grund hierfür war, dass sowohl i.m. als auch oral 
infiziert wurde. Eine erfolgreiche Infektion der Tiere konnte hiermit bestätigt werden. 
In bisherigen Versuchen wurde beschrieben, dass Serumtiter nach Infektion ab den 10. 
Infektionstag die Plateauphase erreichten (BROWN, Jr. et al. 1980). Dies konnte bestätigt 




Höhepunkt erreichten. Nach einer kurzen stabilen Phase von ca. 10 Tagen fielen diese bis zur 
6 Woche p.i. wieder stark ab. Auffallend ist, dass die Infektionsgruppe PPV-IDT(MSV) ab 
dem 8. Tag p.i. eine signifikant geringer ausgeprägte Immunantwort ausbildete als die Sauen 
der anderen Infektionsgruppen. Ebenfalls waren prägnante Unterschiede in der Dynamik der 
HAH-Titer auffallend, da in der 6. Woche p.i. der Titer 2 bis 3 mal schneller abfiel.  
 
Alle 3 Tiere der Infektionsgruppe 2 (PPV-27a) zeigten höhere HAH-Titer im Vergleich zu 
den anderen Gruppen. In einer Studie von ZANONI et al. (1984) wurde nachgewiesen, dass 
infizierte Muttertiere mit ebenfalls infizierten Feten bedeutend höhere HAH-Titer aufwiesen 
als Sauen mit nicht-infizierten Feten. Demzufolge wären vor allem die Feten der 
Infektionsgruppe 2 (PPV-27a) mit sehr hoher Wahrscheinlichkeit PPV-infiziert. Dies wird in 
der Tabelle 15 bestätigt. Die Feten der Gruppen 1 (PPV-143a) und 4 (PPV-NADL-2) sind mit 
geringer Wahrscheinlichkeit infiziert, da sie niedrigere HAH-Titer zeigten. Durch negativen 





Die Fragestellung, ob die untersuchten PPV-Isolate die Plazentarschranke übertreten und zu 
einer transplazentaren Infektion der Feten führen, wurde mit dem Nachweis von fetalen 
Antikörpern gegen PPV abgeklärt. Alle untersuchten PPV-Isolate (143a, 27a) und 
Impfstämme (NADL-2, IDT [MSV]) waren bei unseren Versuchen plazentagängig. 
Demgegenüber wurde in zahlreichen Studien gezeigt, dass PPV-NADL-2 die 
Plazentarschranke nicht übertrat (MENGELING u. CUTLIP 1976; MENGELING et al. 1980; 
PAUL et al. 1980). Dies differierte zu unseren Daten, denn 80% der Feten dieser 
Infektionsgruppe wiesen Antikörper auf. Aufgrund der Plazenta epitheliochorialis können die 
maternalen Antikörper nur über das Kolostrum transferiert werden (STERZL et al. 1966; 
YABIKI u. NAMIOKA 1976). Es ist somit ausgeschlossen, dass es sich bei diesen 
Antikörpern um so genannte maternalen Antikörper handeln könnte  
Insgesamt waren 83,3% der Feten von Gruppe 1 (PPV-143a) und 85,4% der Gruppe 3 (PPV-
IDT [MSV]) seropositiv. Im Gegensatz dazu wurden bei Gruppe 2 (PPV-27a) lediglich 15,1% 
der Feten positiv getestet. Dies resultierte aus der Tatsache, dass nur wenige Feten in diesem 
Wurf lebensfähig waren, und kein Nabelvenenblut von mumifizierten Feten entnommen 




Auffallend war, dass Feten mit höheren HAH-Titer im Uterus nebeneinander positioniert 
waren. Aufgrund der Kenntnis, dass das Virus während der fetalen Phase sich langsam im 
Uterus ausbreitet (REDMAN et al. 1974; BACHMANN et al. 1975; MENGELING et al. 
1980), liegt die Vermutung nahe, dass die Feten mit hohen HAH-Titern sich eher mit dem 
Erreger auseinandergesetzt haben und als so genanntes Virusreservoir für die benachbarten 
lebenden Feten dienten.  
 
Die Tatsache der stattgefundenen Antikörperbildung deutet daraufhin, dass die Infektion nach 
dem 70. Trächtigkeitstag stattgefunden hat. Da die Jungsauen am 40. Trächtigkeitstag infiziert 
wurden und die Zeitspanne der transplazentaren Infektion nach i.m. bzw. oraler Applikation 
10 bis 15 Tage, nach Studien von JOO bis sogar 23 bis 32 Tage beträgt (JOO et al. 1976c; 
MENGELING et al. 1978; MENGELING et al. 1980), müssten die Feten demnach um den 
50. bis 72. Trächtigkeitsstag infiziert worden sein.  
 
Aufgrund der hohen Mortalität der Feten der Infektionsgruppe 2 (PPV-27a) zeigt sich, dass 
die diaplazentare Übertragung des PPV-27a schneller vonstatten ging als bei den anderen 
Infektionsgruppen (PPV-143a, PPV- IDT [MSV]) und PPV-NADL-2).  
 
 
5.5 Antigennachweis in den Feten 
 
Der positive Antigen-Nachweis durch den Hämagglutinationstest sowie der Virusnachweis in 
Zellkultur konnte nur für Feten der Infektionsgruppe 2 (PPV-27a) gezeigt werden. Die 
höchsten HA-Titer wurden bevorzugt in den Organen der mumifizierten Feten detektiert, 
wobei eine organspezifische Affinität weder zu Lunge noch zu Niere bestand. In einem 
Uterushorn wurden in 2 lebensfähigen Feten spezifische Antikörper nachgewiesen. Weder mit 
IF- noch im HA-Test konnte PPV-Antigen nachgewiesen werden, obwohl diese Feten neben 
zwei mumifizierte Feten lokalisiert waren. Ein weiterer lebensfähiger Fetus war mit IFT und 
HAHT positiv aber im HA-Test negativ. Dies könnte durch die geringere Sensitivität der HA 
im Vergleich zum IFT bedingt sein (RUCKERBAUER et al. 1978; RIVERA et al. 1986; 
BELAK et al. 1998). Mit dem errechneten Korrelationskoeffizient (r =0,62) zwischen dem –
log10 KID50-Titer und dem -log2 HA-Titer konnte dies bestätigt werden. Jedoch ist als 
weiterer Grund das gleichzeitige Vorhandensein von Antikörpern und Viruspartikeln zu 




In der überwiegenden Anzahl der Feten der anderen Infektionsgruppen (PPV-143a, PPV-
IDT [MSV] und PPV-NADL-2) wurden ebenfalls relativ hohe HAH-
Antikörperkonzentrationen ermittelt. Allerdings gelang der PPV-Antigennachweis weder mit 
IFT noch mit dem HA-Test. Auch in diesem Fall könnte die oben aufgeführte Erklärung die 
Ursache sein, denn eine Neutralisation des Virus durch Antikörper findet auch im fetalen 
Gewebe statt (JOO et al. 1976b; LESLIE-STEEN u. KIRKBRIDE 1983). 
 
In der Literatur wurde beschrieben, dass es durchaus mehrerer Passagen bedarf, um das Virus 
erfolgreich zu isolieren (MENGELING 1975; MENGELING et al. 1978; CHOI et al. 1989). 
In der vorliegenden Arbeit wurden alle Gewebeverreibungen lediglich zweimal passagiert. 
Durch diese geringe Passagenzahl besteht die Möglichkeit des Auftretens falsch negativer 
Ergebnisse. Aus diesem Grund erfolgte ein Nachweis auf molekularbiologischer Basis. Mit 
PCR wurden die Proben im Rahmen einer weiterführenden Studie auf PPV-DNA zusätzlich 
untersucht (WILHELM et al. 2005). Deren Ergebnisse werden zum Teil nachfolgend kurz 
dargestellt.  
Aufgrund der sehr hohen Sensitivität der PCR-Methode gegenüber virologischen 
Untersuchungsmethoden, wie der IFT und die HA (BELAK et al. 1998), wurden die Organe 
Thymus, Lunge, Herz, Leber, Milz, Niere, Darmkonvolut, Testis und Ovarien von 12 Feten (3 
Feten / Gruppe) aus diesen Infektionsversuchen weiterführend mit der Realtime-PCR 
untersucht. Neben der hohen Sensitivität der PCR ist ein weiterer bedeutender Vorteil dieser 
Untersuchungsmethode, dass keine falsch positiven bzw. falsch-negative Ergebnisse durch 
mögliche Interferenzen mit zytotoxischen bzw. autolytischen Prozessen der Organe auftreten 
(BELAK et al. 1998).  
Mittels PCR konnte in allen Feten der Infektionsgruppe 2 (PPV-27a) und in einigen Feten der 
Infektionsgruppen 1 (PPV-143a), 2 (PPV-IDT [MSV]) und 4 (PPV-NADL-2), welche zuvor 
alle im IFT und im HA-Test negativ gestestet worden waren, PPV-DNA nachgewiesen 
werden. Auffällig war, dass nur in lebensfähigen Feten PPV-DNA detektiert werden konnte, 
während in den mumifizierten Feten stets kein PPV-DNA nachweisbar war. 
Insgesamt konnte in einem Fetus der Gruppe 1 (PPV-143a) in der Niere PPV-DNA 
nachgewiesen werden. In der Gruppe 3 (PPV-IDT [MSV]) konnte ebenfalls nur in der Niere 
eines Fetus PPV-DNA nachgewiesen werden. Während bei 3 Feten der Gruppe 4 (PPV-
NADL-2) in Herz, Leber, Niere und Darmkonvolut PPV-DNA detektiert werden konnte. Es 
ist aus den bisher dargestellten Ergebnissen ersichtlich, dass sowohl die Impfstämme (PPV-
IDT [MSV] und PPV-NADL-2) als auch die PPV-Isolate (PPV-143a und PPV-27a) in der 




Feten übertragen zu werden. Des weiteren konnte bei den Feten der Infektionsgruppen 
1(PPV-Isolat 143a), 3 (PPV-IDT [MSV]) und 4 (PPV-NADL-2) keine Mumifikation in Folge 
einer PPV-Infektion gezeigt werden, da bei diesen Tieren weder Antigen noch Virus isoliert 
werden konnte. Es ist in weiteren Untersuchungen abzuklären ob die detektierte PPV-DNA in 
den Organen dieser Feten (Infektionsgruppe 1, 3 und 4) infektiöses Virus ist. 
Dem gegenüber verursacht das PPV-Isolat 27a eine Infektion mit einer hohen induzierten 
Mortalität der Feten, dies konnte ebenfalls durch virologischen Untersuchungen der Feten im 
Rahmen des positiven Nachweises von Antigen als auch durch Virusisolierung bestätigt 
werden. Somit konnte nur für das Isolat PPV-27a eine virulenz nachgewiesen werden, 
während die anderen als avirulent anzusehen sind. 
Betrachtet man den phylogenetischen Stammbaum des PPV mit Einteilung der 4 Gruppen 
basierend auf der Nukleotidsequenz des Kapsidproteins VP1, so ist anzunehmen, dass die 
weiteren PPV-Isolate (PPV-15a, PPV-21a) die sich ebenfalls in diesem cluster von PPV-27a 
befinden, gleich reagieren. Es bleibt zu klären, ob das Kapsidprotein in vivo maßgeblich dazu 
beiträgt, dass PPV-27a sich in der Virulenz von den anderen PPV-Isolaten unterscheidet. Um 
eine Aussage zu treffen ob die vorhandenen Aminosäurensequenzen in der Kapsidstruktur 
(siehe Tabelle 17) von PPV-27a zu einer Änderung der antigenen Epitope führt, wurden die 
Antiseren der verschiedenen PPV-Isolate auf ihre Neutralisationsfähigkeit im SNT untersucht. 
Die gewonnen Resultate werden in Kapitel 5.6 erläutert. 
 
 
5.6  Serumneutralisationstest  
 
Es wurden Kaninchen zur Herstellung von Hyperimmunserum verwendet und diese Seren in 
vitro auf die Neutralisationsfähigkeit mit den verschiedenen PPV-Isolaten als Testvirus und 
auf den Grad der Kreuzneutralisation untersucht. Diese Studie wurde ebenfalls mit Seren der 
infizierten Sauen durchgeführt.  
Die Neutralisation ist ein in vitro-Prozess, indem Antikörper an neutralisierende Epitope der 
Virionen binden und dadurch das Virus seine Infektiösität verliert. Welche viralen Funktionen 
gehemmt werden und wie Antikörper diese Wirkung verursachen, ist noch weitgehend 
unverstanden. Nach Auswertung der Ergebnisse zeigt sich, dass das Antiserum-IDT(MSV) im 
Vergleich zu den anderen Antiseren eine reduzierte Neutralisationsfähigkeit gegenüber den 
heterologen PPV-Isolaten aufweist. Das Antiserum-27a zeigte im Neutralisationstest eine gute 




Serum gegen den homologen PPV-27a als Testvirus eine geringe Wirkamkeit. Diese 
Phänomen zeigten ebenfalls alle anderen Seren, welche eine schwache Neutralisation gegen 
das PPV-27a als Testvirus aufwiesen, mit Ausnahme des Antiserum-Challenge (Engl.) und 
wie bereits erwähnt des homologen Serums welche geringgradige höhere Neutralisationtiter 
zeigten. 
 
Betrachtet man vergleichend die Aminosäuren der sequenzierten PPV-Isolate zu Kresse, stellt 
man fest, dass die Isolate PPV-27a , PPV-143a und PPV-Challenge (Engl.) in Position von 
AS 378 und von AS 383, mit Ausnahme von PPV-IDT(MSV), das Muster von PPV-Kresse 
besitzen (Tabelle 17). In der Literatur wurde beschrieben, dass diese zwei Veränderungen für 
die Pathogenität von Kresse verantwortlich sind. Von einem dritten Austausch in Position von 
AS 436 (Ser-NADL-2→Pro) zwischen PPV-Kresse und PPV-NADL-2 wurde vermutet, dass 
dieser im Gegensatz zu den beiden anderen genannten Aminosäuren, vor allem maßgeblich 
beteiligt an der Virulenz ist (TIJSSEN et al. 1995; BERGERON et al. 1996). Neueste 
Untersuchungen wiesen daraufhin, dass der Austausch der Aminosäure Serin durch Prolin 
möglicherweise keine Konformationsänderung an der Rezeptorstelle bewirken dürfte und 
somit keine Auswirkungen auf die Kapsidstrukur hat (SIMPSON et al. 2002). Stattdessen 
könnten die Positionen der Aminosäuren 378 und 383 eine wesentlich stärkere 
Konformationsänderung bewirken (siehe Kapitel 2.5.)  
 
Tabelle 17: Übersicht über die veränderten Aminosäuren der PPV-Isolate (ZIMMERMANN 2003; 
ZIMMERMANN et al. 2006). Die angegebene Position der veränderten Aminosäuren bezieht sich auf 
NADL-2 Bergeron, welches als Bezugssequenz gewählt wurde. Die Position der entsprechenden 
Aminosäure bezieht sich auf VP2. Unterste Zeile: Auftreten mumifizierter Feten bedingt durch PPV 




in VP2 NADL-2 Kresse Challenge (Engl.) IDT(MSV) 27a 143a 
228 Gln Gln Gln Gln Glu Gln 
419 Glu Glu Glu Glu Gln Glu 
215 Ile Thr Ile Thr Thr Thr 
378 Asp Gly Gly Gly Gly Gly 
383 His Gln Gln His Gln Gln 
436 Ser Pro Pro Pro Thr Thr 





Unter der Voraussetzung, dass das Kapsidprotein des Virus seine Virulenz bestimmt, lassen 
sich folgende Spekulationen anstellen: Betrachtet man die Aminosäuresequenz vom 
Impfstamm PPV-IDT(MSV) in den genannten Positionen, besitzt PPV-IDT(MSV) an 
Position 436 das Muster von Kresse, jedoch hat es in Position 383 das Muster von PPV-
NADL-2. Eine Mortalität bedingt durch PPV-IDT(MSV) konnte in vivo nicht nachgewiesen 
werden. Es ist also durchaus wahrscheinlich, dass die Position 436 nicht maßgeblich zur 
Virulenz beiträgt, sondern der Austausch in Position 383 verantwortlich ist. Dem gegenüber 
besitzt das Isolat-143a das Muster von Kresse in beiden Positionen (378, 383), aber auch hier 
konnte keine Mortalität durch PPV nachgewiesen werden. Infolgedessen besteht die 
Vermutung, dass die Kombination mehrerer Aminosäuren notwendig für Virulenz ist und 
somit alle drei Aminosäureveränderungen (378, 383, 436) von Bedeutung sind.  
 
Interessanterweise verursachte PPV-27a wie auch das PPV-Challenge (Engl.) in den Würfen 
der Jungsauen laut Impfstoffwerk Dessau-Tornau eine hohe Mortalität. Aber im Gegensatz zu 
dem PPV-Challenge (Engl.) besitzt PPV-27a an Position AS 436 Threonin und nicht wie 
Kresse Prolin. Da die Aminosäuren Serin und Threonin beide neutral und aliphatisch sind und 
eine OH-Gruppe aufweisen, ist es unwahrscheinlich, dass diese eine Änderung in der 
Tertiärstruktur bzw.-in der Rezeptorstelle bewirken. Zudem weist PPV-143a das gleiche 
Aminosäuremuster in den Positionen 215, 378, 383 und 436 auf wie PPV-27a, ohne jedoch in 
vivo eine Mortalität in den Feten zu induzieren.  
Ein Grund für die Pathogenität für PPV-27a könnten demzufolge die Aminosäuren 228 (Gln-
228→Glu) und 419 (Glu-419→Gln) sein, welche gegenüber PPV-NADL-2 verändert sind. 
Nur die Isolate in dem-cluster der Gruppe 3 (PPV-15a, PPV-21a) besitzen diese Kombination 
der Aminosäureveränderungen. Es ist durchaus denkbar, dass sich die dreidimensionale 
Struktur bzw. antigene Struktur aufgrund der Ladungsänderung modifizierte, da die neutrale 
Aminosäure Glutamin durch die negativ geladene und saure Aminosäure Glutaminsäure und 
umgekehrt ersetzt wurde.  
 
Zusammenfassend stellt sich PPV-27a in vivo mit einer deutlich ausgeprägten Mortalität der 
Feten und in vitro mit ein differenziertes Kreuzneutralisations-Verhalten anders dar als die 
restlichen untersuchten Isolate. In Anbetracht dieser Tatsache führte dies zur Annahme, dass 
das PPV-27a eine neue antigene Variante darstellt. Ob die Aminosäuren 228 und 419 hierfür 
eventuell verantwortlich gemacht werden können ist aufgrund noch fehlender 




war ersichtlich, dass die Veränderungen in den Regionen lokalisiert sind, die eine hohe 
Variabilität aufweisen. Zudem sind diese Veränderungen an der Oberfläche des Kapsids 
lokalisiert.  
 
In der Literatur liegen zahlreiche Studien über die Lokalisation der Aminosäuren in CPV und 
über die Regionen von überlappenden spezifischen antigen reagierenden Epitopen der 
Kapsidstruktur vor (CHANG et al. 1992; AGBANDJE et al. 1995; TRUYEN et al. 1995; 
HUEFFER u. PARRISH 2003). In einer Arbeit von KAMSTRUP et al. (1998) konnten mit 
Hilfe monoklonare und polyklonaler Antikörper neun lineare Epitope im Bereich des VP1 
detektiert werden (siehe Kapitel 2.6), jedoch blieb die Lokalisation dieser Regionen unklar. 
In einer Studie von STRASSHEIM et al. (1994) wurden für CPV einzelne 
Aminosäuresequenzen als Epitope mit monoklonalen Antikörpern definiert. Somit konnten 
die spezifischen antigenen Regionen dieser mutierten Stämmen ausfindig gemacht werden. 
Resultierend daraus konnten bei zwei antigenen Veränderungen des caninen Parvovirus zwei 
Epitope definiert werden, wobei ein Epitop durch die Aminosäure 426 entscheidend geformt 
wird. Inwiefern die Aminosäureveränderungen von PPV-27a (Gln-228→Glu) und 419 (Glu-
419→Gln) an der Virulenz beteiligt sind und ob diese Sequenzunterschiede Veränderungen 
an der Tertiärstruktur bewirken und damit mögliche Rezeptorstellen beeinflussen, sollte in 
fortführenden Studien, basierend auf dem Austausch von Aminosäuren, und mit Hilfe von 
monoklonalen Antikörpern untersucht werden.  
Auch im Hinblick auf die Wirksamkeit der bisher eingesetzten Impfstämme besteht aufgrund 
der gewonnen Daten Bedarf zur Etablierung neuer Impfstoffe. Als Alternative zu den derzeit 
erhältlichen Impfstoffen sind PPV-Stämme wie das PPV-27a oder das PPV-Challenge (Engl.) 
in attenuierter Form als neue Vakzine geeignet, da die Antikörper von beiden PPV-Isolaten 
eine gute Wirksamkeit gegenüber den anderen Isolaten zeigten. Ob Lebendimpfstoffe sicher 
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Ziel dieser Arbeit war die Untersuchung der antigenen Eigenschaften aktueller Isolate (PPV-
143a und PPV-27a) des porzinen Parvovirus (PPV). Des Weiteren sollten die 
Virulenzeigenschaften dieser Isolate sowie zweier Virusstämme (PPV-NADL-2 und PPV-
IDT [Master Seed Virus]), die zur Produktion von inaktivierten Vollvirus-Vakzinen genutzt 
werden, bestimmt werden.  
 
In der in vitro-Studie wurden die untersuchten PPV-Isolate sowie ein weiteres Isolat (PPV-
Challenge [Engl.]) zur Herstellung von Hyperimmunseren im Kaninchen und - nach 
experimenteller Infektion von Sauen (s.u.) – zur Herstellung von Postinfektionsseren genutzt. 
Die Seren wurden im Neutralisationstest gegen die verschiedenen Isolate geprüft und eine 
Kreuzneutralisation bewertet. Das Serum-IDT (MSV) zeigte generell eine begrenzte 
Neutralisation gegen die heterologen PPV-Isolate. Des Weiteren ergab die Untersuchung, 
dass alle Seren gegen das Isolat PPV-27a als Testvirus einen geringeren Neutralisationstiter 
aufwiesen als gegen die anderen Isolate. Interessanterweise wurde PPV-27a durch homologe 
Antiseren deutlich schlechter neutralisiert als alle anderen getestete Viren. Dieser 
offensichtliche „Immune Escape“ wurde bei den Seren aller beiden Kaninchen und aller drei 
Sauen gesehen. 
 
Die experimentellen Infektionen erfolgten bei 12 tragenden Jungsauen am 40. 
Trächtigkeitstag (3 Tiere pro Isolat PPV-143a, PPV-27a, PPV-NADL-2, PPV-IDT [MSV]). 




Niere sowie Nabelvenenblut von insgesamt 157 Feten aus diesen Trächtigkeiten untersucht 
werden.  
Zur Antikörperbestimmung wurde der HAH-Test angewendet. Spezifische Antikörper 
konnten bei den Feten jeder Infektionsgruppe (PPV-143a, PPV-27a, PPV-IDT [MSV]) und 
PPV-NADL-2) detektiert werden. Somit konnte eine transplazentare Übertragung für alle 
PPV-Isolate gezeigt werden.  
Der Antigennachweis erfolgte durch Untersuchung der Hämagglutination aus dem Gewebe 
beziehungsweise nach Anzucht des Erregers in Zellkultur durch Bewertung des 
cytopathischen Effekts und Bestätigung durch direkte Immunfluoreszenz. Der Virusnachweis 
gelang ausschließlich bei den Feten der Gruppe Sauen die mit PPV-27a infiziert wurden.  
Die fetale Mortalitätsrate der Feten der Infektionsgruppe PPV-27a lag bei 85 % und war 
signifikant höher im Vergleich zu den anderen Infektionsgruppen (5-18 %). 
 
 
Schlussfolgernd konnte in vivo lediglich für PPV-27a eine Virulenz nachgewiesen werden. In 
vitro zeigte sich nur für PPV-27a ein differenziertes Kreuzneutralisations-Verhalten. Diese 
Ergebnisse deuten darauf hin, dass das Isolat PPV-27a tasächlich eine neue antigene Variante 
des porzinen Parvovirus darstellt, gegen die derzeit verfügbare Impfstoffe möglicherweise nur 
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The aim of this present study was to investigate the antigenic variability of current porcine 
parvovirus field isolates (PPV-143a and PPV-27a). Furthermore, the pathogenicity of these 
field isolates and of two vaccine strains (PPV-NADL-2 and PPV-IDT [MSV]), which are 
used for the production of inactivated vaccines, were examined.  
 
Polyclonal antibodies were prepared for the use in an in vitro study against the selected field 
isolates and a further field isolate (PPV-Challenge [Engl.]) through immunization of rabbits, 
and after experimental infections of sows. The cross-neutralization capacities were assessed 
by serum neutralization tests using the various sera and the respective viruses. The tests 
revealed that antisera of the PPV-IDT(MSV) immunized rabbits or infected sows had 
generally a lower serum neutralization titer against the field isolates. Interestingly, all antisera  
had low cross-neutralization titers against the isolate PPV-27a but high neutralization activity 
against the other viruses. The homologous PPV-27a antisera had low antibody titers against 
PPV-27a but high neutralizing antibody titer against the other isolates. This potential 
“selective escape” of neutralization was seen for all rabbit sera and all pig sera tested. 
 
The experimental animal infection was done at day 40 of gestation of twelve bred sows 
divided in four groups (3 gilts for each PPV isolate: PPV-143a, PPV-27a, PPV-NADL-2 and 
PPV-IDT [MSV]). Blood samples of the gilts and fetal tissue samples of lungs, kidneys and 
umbilical blood of the 157 fetuses from these repective gilts were analysed. Tests for PPV 
antibodies were performed by hemagglutination inhibition (HAI). Results showed that 




PPV-NADL-2 and PPV-IDT [MSV]). This suggests that transplacental infection has occurred 
with all PPV-isolates and vaccine strains tested. 
Antigen detection was done by hemagglutination (HA) from fetal tissues and through virus 
isolation in cell cultures, which were assessed on cytopathic effects (cpE) and by direct 
immunofluorescence (IF). The results showed that virus could only be detected in fetal tissues 
exposed to strain PPV-27a. The mortality of the fetus group exposed to 27a was 84% and 
significantly higher than in the other infection groups (5-18%). 
 
 
In conclusion, the obtained in vivo results demonstrated that PPV-27a is a virulent isolate that 
exhibited a distinct cross-neutralization pattern compared to the other isolates and vaccine 
strains. This suggests that PPV-27a is an antigenic variant of porcine parvovirus and vaccine 
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9  Anhang 





DMEM (wässrige Lösung, Biochrom AG Seromed®, Berlin) mit Zusatz (pH=7,2-7,4)  
Penicillin G  100.000 U/L  
Streptomycin         100        mg/L    
Nicht-essentielle       10          ml/L 
Aminosäuren  
FKS                              10% 
 
MEM n. EARLE (wässrige Lösung, Biochrom AG Seromed®, Berlin) mit Zusatz (pH=7,2-7,4)  
Penicillin G               100.000 U/L  
Streptomycin                 100        mg/L 
Nicht-essentielle                
Aminosäuren                    10          ml/L 
FKS                                  10           % 
Hepes                                20          mM 
 
 
Reagenzien für Virusreinigung 
 
Borat-Puffer (pH= 7.4)                    
Borat                 0.2          M                              
NaCl                  0.5          M                                
 
Chloroform-Stammlösung 
Chloroform        50           ml 
PBS                    25           ml 
 
Cäsiumchlorid-Lösung (in Borat-Puffer) 
Konzentration     38           %   
CsCl                 1,39        g/cm3 
 
 
Reagenzien für Behandlung der Seren 
Kaolin-Lösung (pH= 9.0) 4°C 
Säuregewaschenes Kaolin               25          g 









Aqua dest.  3,4    ml 
Tris-HCL-Puffer (1,5 M; pH 8.8)  2,5    ml 
SDS 20% (w/v)  0,05  ml 
Acrylamid/Bis (30%/ 0,8%)  4,0    ml 
 
APS (w/v)  0,05   ml         Aufschichten auf 




Aqua dest 3,075 ml 
Tris-HCL-Puffer (0,5 M, pH 6.8)  1,25   ml 
SDS 20% (w/v)                            0,025 ml 
Acrylamid/Bis (30%/ 0,8%)  0,67   ml 
 
APS (w/v)  0,025 ml          Aufschichten auf 
TEMED 0,005 ml          befülltes Gel 
 
Laemmlipuffer (SDS-Probenpuffer) 20ml 
Aqua dest.  9,5     ml 
Tris-HCL-Puffer (0,5 M;pH 6.8) 2,5     ml 
Glyzerol  2,0     ml 
SDS 10% (w/v)  4,0     ml 
2-Mercaptoethanol 1,0     ml 
Bromphenol Blau 1% (w/v)  1,0     ml 
 
1 x SDS Laufpuffer (für 10 Liter Aqua dest.) 
Tris Borsäure-EDTA  30      g 
Glyzine  144    g 
SDS  10      g 
 
Färbelösung für SDS-PAGE 
Coomassie-Blau G250 1,25   g 
Methanol  50      ml 
Eisessig 10      ml 
Aqua dest.  40      ml 
 
Entfärbelösung für SDS-PAGE 
Eisessig  100    ml 
Methanol  50      ml 
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